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RÉSUMÉ 
 
Ce projet s’insère dans la tendance qui veut souligner la pertinence des microalgues parmi les 
solutions prometteuses au niveau environnemental et économique pour la fabrication de 
biocarburants. Cette recherche souhaite répondre à la demande de l’industrie qui est toujours à 
la recherche de méthodes de traitement des eaux usées peu coûteuses. La faisabilité d’utiliser 
des eaux usées industrielles très contaminées en composés aromatiques divers comme substrat 
de culture a été évaluée avec des espèces de microalgues vertes d’eau douce. Afin de jauger la 
faisabilité, le projet a été divisé en plusieurs sous-objectifs qui ont permis de sélectionner une 
souche de microalgues prometteuse et d’estimer la toxicité du phénol présent dans l’eau sur les 
microorganismes. Après avoir sélectionné la souche la plus résistante à l’eau usée, soit 
Chlorella vulgaris (souche CPCC90), des essais de croissance dans différentes conditions ont 
été réalisés afin de pouvoir caractériser cette souche. Les conditions idéales de croissance pour 
CPCC90 sont à 20 °C et elle peut survivre jusqu’à des concentrations de 50 % d’eau usée dans 
le milieu. L’eau usée a toutefois un effet toxique important limitant l’utilisation dans le milieu 
à 30 % pour l’obtention de croissances comparables à ce qui est rapporté dans la littérature 
dans des conditions similaires. Dans ces conditions et avec un éclairage important, une 
concentration de biomasse de 0,84 g/L a pu être obtenu. Les souches de Chlorella testées ont 
présenté un potentiel de croissance prometteur dans ces eaux, mais la toxicité de ces dernières 
sur les microorganismes a grandement limité leur potentiel d’utilisation. Afin que l’eau usée 
puisse être utilisée comme substrat de culture, il faudrait veiller à réduire sa toxicité par un 
traitement préalable ou de travailler avec des microorganismes adaptés à ces types de 
contaminants. De plus, il serait essentiel de complémenter le milieu avec des sources de 
phosphore et d’azote à faibles coûts. Cette recherche vient complémenter la littérature sur 
l’utilisation de l’espèce Chlorella en eaux usées pour la production de biocarburants de 3e 
génération. 
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CHAPITRE 1  INTRODUCTION 
 
Pour des raisons règlementaires, économiques et environnementales, les entreprises sont de 
plus en plus concernées par la diminution de l’empreinte environnementale de leurs activités. 
Cette tendance a entraîné l’avancement de nombreuses recherches dans le domaine du 
traitement des effluents industriels et plus particulièrement des eaux de procédés.  
Les microalgues sont apparues comme une solution dans une optique de durabilité 
environnementale. En effet, elles pourraient permettre de retirer efficacement les nutriments 
en fortes concentrations dans les eaux usées, avec comme second avantage de produire une 
biomasse pouvant être utilisée comme matière première à la production de biocarburants. 
Dans un tel scénario, les eaux usées constitueraient une source peu coûteuse de substrat de 
culture. Ces biocarburants sont typiquement divisés en trois générations : 
1)  La première génération signifie généralement la production de biodiesel et de 
bioéthanol à partir de biomasses agricoles, comme le canola ou le tournesol pour le 
biodiesel et le maïs et la canne pour le bioéthanol. 
2) Les biocarburants de seconde génération englobent plutôt une production d’huiles ou 
d’éthanol à partir de biomasses lignocellulosiques. 
3) Finalement, la dernière génération de biocarburants est basée sur l’utilisation de CO2 
comme source de carbone, permettant par exemple de produire une biomasse algale 
valorisable par la suite en éthanol ou en huile. 
C’est dans ce contexte, à la jonction des technologies environnementales et de celles des 
biocarburants de 2
e
 et de 3
e
 génération, que se base ce projet de maîtrise. Celui-ci s’insère dans 
un projet d’écologie industrielle de plus grande envergure, visant à permettre la revalorisation 
de rejets industriels de différentes industries liées au domaine des biocarburants. La Figure 1-1 
ci-dessous schématise l’ensemble du projet de valorisation des déchets industriels dans lequel 
la présente recherche s’intègre. Les rejets de deux entreprises (entreprises A et B, encadré 1) 
seraient utilisés comme substrat pour la croissance algale alors qu’une 3e (entreprise C, 
encadré 2) fournirait la matière filtrante nécessaire pour séparer la biomasse du milieu aqueux. 
14 
 
Finalement (encadré 3), la biomasse et la matière filtrante pourraient être valorisées 
conjointement sous forme de biocarburants. 
 
Figure 1-1 Représentation schématique du projet global dans lequel s’insère ce projet de 
maîtrise 
 
Le projet se divise donc en 3 parties distinctes : la culture d’algues et l’utilisation des effluents 
industriels comme milieu nutritif (1), la séparation de la biomasse du milieu liquide (2) et la 
valorisation de la biomasse et de ses produits (3). L’actuel projet de maîtrise touche plus 
spécifiquement la première section et cible l’évaluation de la faisabilité d’utiliser l’eau usée 
industrielle comme substrat de culture pour la production de microalgues. Pour l’entreprise, 
cette étude devait permettre d’obtenir une idée générale et rapide du potentiel d’un tel procédé 
et de soulever les différents défis entourant la culture de microalgues dans leurs eaux usées. 
Dans cette optique, l’approche adoptée a donc été de survoler plusieurs aspects de la culture de 
microalgues dans les eaux usées industrielles. Dans un premier temps, il a été nécessaire de 
sélectionner une souche de microalgues vertes d’eau douce capable de survivre dans l’eau 
usée industrielle et d’identifier ses caractéristiques en conditions optimales de croissance. 
Ensuite, son potentiel de retrait des contaminants visés, soient les composés phénoliques, est 
évalué et des solutions sont proposées pour optimiser le procédé.  
15 
 
CHAPITRE 2  ÉTAT DE L’ART ET CONCEPTS DE 
BASE 
 
2.1 Présentation du modèle – Les microalgues d’eau douce 
2.1.1 Définition, classification et écologie 
Les microalgues sont des microorganismes photosynthétiques ubiquistes. Elles se retrouvent 
préférentiellement dans les habitats aquatiques, qu’ils soient marins ou d’eau douce [Macedo 
et al., 2009]. Bien qu’elles puissent être fixées au fond (benthos), les plus pertinentes flottent 
librement dans l’eau et font ainsi partie du phytoplancton [Andersen, 2005]. Les microalgues 
sont définies comme des organismes eucaryotes unicellulaires ou pluricellulaires 
indifférenciés. 
Les microalgues utilisées dans cette étude seront des microalgues unicellulaires vertes d’eau 
douce, appartenant à la division des Chlorophytes. Ces dernières ont démontré des 
caractéristiques intéressantes pour le traitement des eaux usées très contaminées. Le genre 
Chlorella, en particulier, est cité dans de nombreuses études portant sur la remédiation d’eaux 
usées, ce qui a établi son intérêt pour cette recherche [Agrawal et Manisha, 2007; Headley et 
al., 2008; Li et al., 2013]. 
2.1.2 Structure et physiologie 
Les microalgues peuvent mesurer de quelques microns à plusieurs centaines de microns, selon 
les espèces. Elles ont la capacité de faire de la photosynthèse oxygénique, soit de convertir de 
manière biologique l’énergie lumineuse en liens énergétiques chimiques, qui sont ensuite 
accumulés sous forme de composés organiques [Falkowski et Raven, 2007]. Cette réaction 
photosynthétique forme également de l’oxygène gazeux. 
Les différents groupes de microalgues possèdent généralement plusieurs pigments 
photosynthétiques. Toutes contiennent de la chlorophylle a (chla), qui peut être complémentée 
selon les classes et les espèces par des chlorophylles b, c, ou d et diverses caroténoïdes. Les 
Chlorophytes ne contiennent que des chorophylles a et b ainsi que des caroténoïdes. On peut 
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distinguer deux types de pigments, les pigments photosynthétiques et les pigments non-
photosynthétiques.  
C’est dans les chloroplastes, et plus précisément dans les membranes thylacoïdes, que se 
déroule la réaction d’oxydoréduction qui permet de réduire le dioxyde de carbone à partir de 
l’hydrogène de l’eau en sucres simples et en oxygène. La Figure 2-2 suivante présente les 
principales structures des cellules algales eucaryotes. 
 
Figure 2-2 Structures cellulaires d’une algue eucaryote [Prescott et al., 2002] 
 
La membrane plasmique est une structure composée de polysaccharides et de protéines plus 
ou moins complexes et en proportions variables selon les espèces [Van Den Hoek, 1995]. Elle 
est chargée négativement, ce qui est attribuable à la composition des groupes fonctionnels qui 
y sont associés. Elle confère aux cellules une certaine résistance aux ions métalliques 
potentiellement toxiques, ce qui motive leur utilisation pour le traitement des eaux [Monteiro 
et al., 2012]. 
2.1.3 Composition interne  
Sur une basse sèche, les microalgues sont constituées majoritairement de carbone [Van Den 
Hende et al., 2012]. La composition interne en métabolites varie selon les espèces, mais peut 
aussi varier énormément selon les conditions du milieu. Typiquement, les cellules contiennent 
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entre 30 % et 50 % (poids sec) de protéines et le reste du carbone est principalement contenu 
sous forme de glucides (5-40 %) et de lipides (3-20 %) [Falkowski et Raven, 2007]. Les 
besoins nutritifs élémentaires en C:N:P d’une cellule de microalgues est d’environ 106:16:1 
[Redfield, 1934]. Ces ratios peuvent toutefois varier d’une espèce à l’autre et selon les 
conditions de croissance. Les microalgues qui contiennent de la chlorophylle b, par exemple, 
présentent généralement des ratios N : P et C : P plus élevés que celles qui contiennent de la 
chlorophylle c [Falkowski et Raven, 2007]. 
Les microalgues ont démontré une certaine capacité à accumuler rapidement les lipides, ce qui 
leur a permis de se profiler dans le domaine des biocarburants. Des concentrations internes de 
lipides de plus de 30 % ont été obtenues en laboratoire en utilisant des eaux usées comme 
milieu de culture [Pittman et al., 2011]. Par ailleurs, il a été démontré qu’une limitation en 
azote dans le milieu stimulerait la production de lipides dans la cellule [Chen et al., 2011]. 
2.1.4 Processus et cinétique de transport et d’accumulation des nutriments 
2.1.4.1 Le carbone 
Les microalgues peuvent assimiler une grande variété de formes de carbone inorganique ou 
organique selon les espèces. Le glucose, l’acétate, le glycérol, le fructose, le sucrose, le 
lactose, le galactose et le mannose sont des exemples de formes de carbone organique qui 
peuvent être assimilées par certaines microalgues [Chen et al., 2011]. À l’inverse, c’est le CO2 
(ou le HCO3
-
) qui est la source de carbone inorganique utilisée. Selon les conditions dans 
lesquelles elles se trouvent, les microalgues peuvent modifier le type de carbone qu’elles 
utilisent et le moyen dont elles acquièrent leur énergie. Il est alors question de variation dans 
le mode trophique, dont trois types se distinguent. 
Autotrophie : Les autotrophes utilisent la lumière comme source d’énergie et le CO2 gazeux, 
ou carbone inorganique, comme source de carbone. Il s’agit du processus de photosynthèse. 
Hétérotrophie : Les hétérotrophes utilisent le carbone organique comme source de carbone et 
comme source d’énergie. Ils peuvent également être photohétérotrophes et utiliser la lumière 
comme source d’énergie. 
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Mixotrophie : Il s’agit de la capacité à modifier sa source de carbone selon les besoins 
(autotrophe ou hétérotrophe). Certaines espèces de microalgues sont mixotrophes, ou 
également appelées photoautotrophes facultatives, puisqu’elles sont en mesure d’utiliser le 
CO2 comme source de carbone et la lumière comme source d’énergie. Cependant, elles 
peuvent également utiliser le carbone organique pour combler les besoins en carbone 
nécessaires à leur croissance [Falkowski et Raven, 2007]. 
Le carbone inorganique disponible pour les cellules se présente principalement sous la forme 
de CO2 ou de HCO3
-
. Le CO2 est la seule forme de carbone qui peut traverser librement la 
membrane cellulaire ou l’enveloppe du chloroplaste par diffusion. Le CO2 et le HCO3
-
 peuvent 
être transférés dans la cellule via un mécanisme de transport actif dans la membrane. 
Les microalgues ont démontré une capacité à utiliser différentes formes de carbone, même 
celui présent sous forme de composés aromatiques. Les systèmes de dégradation proposés 
dans la littérature sont présentés plus-bas dans la section 2.3. 
2.1.4.2 Le phosphore 
L’assimilation du phosphore est régulée par un processus ionique et chimique [Falkowski et 
Raven, 2007]. Il entre dans la cellule par un transport actif à travers la membrane cellulaire qui 
est activé directement ou indirectement par l’ATP [Raven, 1984]. Le phosphore est 
assimilable par les cellules lorsqu’il est sous forme de phosphate inorganique (H2PO4
-
 ou 
HPO4
2-
 en milieu marin) ou dans les molécules organiques solubles. Dans le dernier cas, les 
molécules peuvent être rendues assimilables par les espèces autotrophes qui utilisent des 
phosphatases pour hydrolyser les groupes phosphates [Falkowski et Raven, 2007]. 
Une fois incorporé dans la cellule, le phosphore entre dans la composition des glucides, des 
lipides, dans le squelette carboné ou dans le processus énergétique par l’entremise des 
réactions utilisant l’adénosine triphosphate (ATP). Il est le principal constituant de l’ADN et 
des phospholipides, qui composent entre autres la membrane cellulaire. 
Une limitation en phosphore peut nuire à l’activité photosynthétique en réduisant la vitesse à 
laquelle les protéines de l’appareil photosynthétique sont fabriquées [Falkowski et Raven, 
2007]. Cette carence peut également nuire à la fixation du carbone et à la reproduction 
cellulaire. Le phosphore joue en effet un rôle essentiel dans le cycle de Calvin. De plus, il 
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participe à la voie des pentoses phosphate, voie qui sert à la production du NADPH essentiel à 
la synthèse des acides gras. Donc, la production de lipides pourrait ultimement être aussi 
affectée par une telle carence [Jacob et Lawlor, 1993] [Falkowski et Raven, 2007]. 
2.1.4.3 L’azote 
Pour les microalgues autotrophes, les sources d’azote inorganiques assimilables sont les 
nitrates (NO3
-
), les nitrites (NO2
-) et l’ammonium (NH4
+
) [Falkowski et Raven, 2007]. À part 
certaines cyanobactéries, peu de microorganismes sont capables de fixer l’azote gazeux 
[Prescott et al., 2002]. La forme NH4
+
 est la plus facilement assimilable par les cellules qui 
peuvent l’utiliser sans réduction préalable [Prescott et al., 2002]. Cependant, la forme NO3
-
 est 
la plus fréquemment rencontrée dans les environnements aquatiques puisqu’elle est plus stable 
[Falkowski et Raven, 2007]. 
Le transport des nitrates et de l’ammonium à travers la membrane plasmique se fait par un 
transport actif alimenté par l’ATP. Le transport est activé par le flux secondaire de H+ et de 
Na
+
 qui est amorcé grâce au gradient ionique créé par l’ATP. Une fois entrés dans le cytosol, 
le NO3
-
 et le NH4
+
 sont emmagasinés dans les vacuoles [Falkowski et Raven, 2007]. 
Les mécanismes d’assimilation de l’azote inorganiques dépendent de la disponibilité des 
substrats de carbone et de l’ATP rendue disponible par la photosynthèse et la respiration. Une 
limitation en azote peut nuire à ces processus [Falkowski et Raven, 2007]. En effet, la capacité 
photochimique du photosystème II est grandement diminuée, ce qui rend les cellules plus 
vulnérables à la photoinhibition [Kolber et al., 1988]. La carence en azote ralentit la synthèse 
des protéines et diminue donc la concentration interne protéique à l’intérieur de la cellule. La 
diminution du contenu protéique est alors souvent reliée à une augmentation proportionnelle 
du contenu en glucides ou en lipides [Falkowski et Raven, 2007]. 
2.1.4.4 Les métaux 
Certains métaux sont essentiels à la croissance et jouent des rôles variés dans les différents 
mécanismes cellulaires. Par exemple, le potassium (K
+
), le calcium (Ca
2+
), le magnésium 
(Mg
2+
) et le fer (Fe
2+
 et Fe
3+
) sont tous présents dans la cellule sous forme de cations et entrent 
par exemple dans l’activité ou la synthèse de plusieurs enzymes et dans la synthèse des 
cytochromes [Prescott et al., 2002]. Certains autres micronutriments, comme le manganèse, le 
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zinc, le cobalt, le molybdate, le nickel et le cuivre sont nécessaires en faibles quantités pour les 
cellules et servent généralement de cofacteurs ou aident à la catalyse des réactions et au 
maintien des structures des protéines [Prescott et al., 2002]. En général, les milieux naturels 
assurent l’apport en ces différents éléments et ne sont pratiquement jamais limitants, 
[Reynolds, 2006] puisque leur rapport stoichiometrique par rapport aux nutriments majeurs 
(azote et phosphore) est suffisamment élevé. Ils doivent cependant être inclus dans les milieux 
synthétiques afin d‘obtenir des concentrations de biomasses importantes. Les rares limitations 
en micronutriments chez les algues ont été rapportées pour le fer et le molybdène, [Goldman, 
1960] [Dumont, 1972] et ce, généralement dans les milieux océaniques loin des côtes. Le fer 
est le métal le plus important pour les algues. Il est impliqué dans plusieurs processus, dont 
ceux de la photosynthèse et de l’assemblage des membranes des thylacoïdes [Reynolds, 2006]. 
Les cellules peuvent acquérir le fer grâce à une réduction des complexes ferriques réalisée au 
travers de la membrane plasmique des microalgues et catalysée par des enzymes spécifiques 
[Merchant et al., 2006]. L’acquisition des métaux solubles se fait principalement par diffusion 
au travers de la membrane, soit par transport passif. Les transports actifs prennent ensuite le 
relais à l’intérieur de la cellule pour intégrer les différents métaux dans leurs rôles respectifs 
[Nies, 1999]. 
2.2 La phytoremédiation des eaux usées 
2.2.1 Définition 
Comme il a été soulevé, les microalgues ont besoin d’éléments nutritifs présents dans le milieu 
pour leur croissance. Leurs capacités à retirer ces composés les rendent intéressantes et 
potentiellement performantes pour la phytoremédiation, qui consiste en l’utilisation de 
végétaux pour le retrait ou la bioconversion de polluants contenus dans un milieu contaminé 
dans le but de le traiter [Rawat et al., 2011] [Olgu  n, 2003 . 
Les microalgues hétérotrophes sont intéressantes pour la phytoremédiation, puisqu’elles 
peuvent permettre de retirer des sources de carbone organique du milieu. L’hétérotrophie est 
utilisée pour le traitement des eaux, mais la mixotrophie est également ciblée lorsque des 
rejets gazeux de CO2 veulent être valorisés.  
21 
 
2.2.2 Historique de l’utilisation des microalgues dans le traitement des eaux 
Dès le début des années 70, l’intention d’utiliser les algues dans le traitement tertiaire d’eaux 
municipales était bien présente. Le traitement avait été envisagé pour réduire le potentiel 
eutrophisant de ces eaux [Wang et al., 2010]. Il s’est avéré que ces algues présentaient un 
potentiel de traitement encore plus important que prévu et qu’elles pouvaient retirer de 
nombreux nutriments des eaux, avec une efficacité supérieure aux boues activées. Il semblait 
donc économiquement plus intéressant d’utiliser ces microorganismes en traitement 
secondaire plutôt que tertiaire [Tam et Wong, 1989]. Les étangs aérés ont été utilisés pour ces 
applications. Les résultats inattendus, quant à leur efficacité de phytoremédiation et leur 
rapidité de croissance, ont poussé plusieurs auteurs à tester la croissance de différentes espèces 
d’algues dans des eaux usées spécifiques, afin de vérifier leur potentiel pour la production de 
biocarburants à prix plus compétitifs. 
Plusieurs auteurs rapportent des résultats concluants quant à l’efficacité des microalgues vertes 
pour le traitement des eaux usées chargées en nutriments. Par exemple, Wang et al. (2010) ont 
vérifié en laboratoire la capacité de retrait des nutriments par Chlorella sp. en eaux usées 
municipales. Les résultats obtenus ont permis de conclure que ces microalgues peuvent 
facilement croître en utilisant les eaux usées comme substrat dans un volume de 100 mL. Elles 
sont de plus en mesure de retirer des quantités non négligeables de métaux, de phosphore et de 
nitrates et de diminuer la demande chimique en oxygène (DCO). Les meilleurs résultats de 
croissance et de retrait ont été obtenus avec le milieu le plus riche en nutriments (N et P 
principalement) [Wang et al., 2010]. D’autres études à l’échelle laboratoire ont fourni des 
conclusions semblables avec des espèces de microalgues et des compositions d’eaux usées 
différentes [Samorì et al., 2013] [Cabanelas et al., 2012] [Cho et al., 2013]. 
2.2.3 Le cas des eaux usées industrielles 
Davantage d’études ont été réalisées sur l’utilisation des microalgues pour la phytoremédiation 
des eaux usées municipales que pour les eaux usées industrielles. Le fait que les eaux 
industrielles contiennent plus de composés possiblement toxiques pour les algues que les eaux 
municipales pourrait expliquer la difficulté d’applicabilité de ce traitement. De plus, la 
composition des eaux usées industrielles peut être variable d’une production à l’autre, ce qui 
rend difficile l’utilisation d’un procédé standardisé. Les quelques recherches réalisées sur la 
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phytoremédiation d’eaux largement contaminées en composés dangereux l’ont été le plus 
souvent avec des bactéries ou des plantes plutôt qu’avec des microalgues. Cependant, l’intérêt 
grandissant des microalgues pour la filière des biocarburants de 2
e
 et de 3
e
 génération a 
contribué à augmenter le nombre d’expérimentations avec ces microorganismes. 
2.2.4 Les particularités des eaux usées de l’industrie gazière et pétrolière 
Les eaux usées provenant de l’industrie gazière et pétrolière présentent des compositions très 
variables selon la nature du procédé. Celles-ci contiennent généralement de grandes quantités 
de : 
 Matières organiques dissoutes (benzène, toluène, éthylbenzène, xylènes, phénols et 
acides organiques) 
 Matières organiques en suspension  (ex. : hydrocarbures, huiles et graisses);  
 Matières inorganiques dissoutes (ex. : métaux lourds, sulfates, nitrites et nitrates);  
 Sels dissous (ex. : chlorures et bromures) [MDDEFP, 2012] 
Les technologies qui sont le plus souvent rencontrées pour le traitement de ces composés à 
l’échelle industrielle sont des méthodes chimiques (oxydation), physiques (adsorption) ou des 
méthodes biologiques (boues activées) [MDDEFP, 2012]. Les microalgues ont tout de même 
fait leurs preuves dans le traitement de composés dangereux, tels les phénols, les 
hydrocarbures et les autres composés aromatiques retrouvés dans ce type d’eaux. Cependant, 
leur efficacité n’a été démontrée jusqu'ici qu’en laboratoire. 
2.2.4.1 La problématique des phénols 
Le composé phénolique le plus simple est le phénol. La molécule (C6H60) est composée d’un 
cycle aromatique benzénique et d’un groupement hydroxyle. Il se retrouve dans les rejets de 
plusieurs industries puisqu’il sert à la fabrication de nombreux produits. Il entre, entre autres, 
dans la fabrication de résines et de plastiques et il est le second plus important dérivé industriel 
du benzène, après le styrène.  
Le phénol est particulièrement difficile à retirer des eaux usées de façon biologique puisqu’il 
peut être particulièrement toxique pour les bactéries anaérobies et aérobies [Pinto et al., 2002]. 
Il serait plus toxique que le toluène et le benzène pour les algues [Agrawal et Gupta, 2009]. 
Les méthodes actuelles favorisées pour retirer ce composé sont plutôt de type chimique 
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comme l’ozonation, la chloration et l’extraction par solvant ou des procédés de floculation, de 
coagulation ou d’adsorption par charbon activé, cette dernière étant la plus commune 
[Aravindhan et al., 2009]. Les transformations chimiques présentent toutefois le risque de 
créer des composés chimiques intermédiaires encore plus toxiques que le phénol lui-même ou 
les polyphénols [Chavan et Mukherji, 2010]. 
Malgré tout, certains traitements biologiques, particulièrement avec des consortiums 
bactériens et des champignons ont déjà été utilisés en hétérotrophie. Plusieurs souches 
d’algues vertes non pré-acclimatées aux composés phénoliques simples et qui se sont avérées 
être résistantes à ces derniers ont déjà été identifiées en milieu synthétique en laboratoire 
[Pinto et al., 2002]. Pour des souches de microalgues Chlorella non pré-acclimatées, la 
concentration toxique a été répertoriée à plus de 400 mg/L [Olivier et al., 2003][Tišler et 
Zagorc-Koncan, 1997]. Olivier (2003) a déterminé que Chlorella vulgaris peut également 
résister à certains composés phénoliques chlorés lorsque les concentrations sont relativement 
faibles, soient généralement inférieures à 20 mg/L. 
2.3 Biodégradation, bioaccumulation et précipitation des contaminants 
2.3.1 Définitions 
Le retrait de contaminants d’un milieu peut généralement se faire par l’entremise de différents 
mécanismes, dont la bioaccumulation, la biodégradation ou la précipitation. 
La bioaccumulation ne constitue pas un processus destructif. Il s’agit plutôt d’un processus par 
lequel il y a un transfert de pollution du milieu de culture vers la cellule. En fait, la cellule 
possède des mécanismes lui permettant d’absorber ou d’adsorber les contaminants et de les 
accumuler, soit à l’intérieur ou à la surface de la membrane cellulaire [Yang et al., 2005]. Ce 
mécanisme ne permet pas aux cellules d’utiliser les contaminants pour leur croissance, mais 
mène tout de même à la phytoremédiation d’une eau. 
Le terme biodégradation ou la biotransformation est défini de façon générale comme le 
mécanisme permettant de transformer les contaminants en composés assimilables par la 
cellule, contrairement à la transformation chimique qui produit les deux isomères des 
composés, dont un seul est ensuite assimilable par les cellules [Prescott et al., 2002]. La 
biodégradation peut décrire trois types de changements que peuvent induire les microalgues. Il 
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peut s’agir d’une minéralisation des contaminants, soit d’une transformation complète des 
molécules organiques en composés inorganiques assimilables par les cellules. Le terme 
englobe également les modifications plus mineures sur les cycles aromatiques, comme le 
remplacement d’un groupe fonctionnel laissant la structure initiale intacte ou la fragmentation 
complète. La biodégradation peut impliquer des enzymes intra- ou extracellulaires ou peut être 
régit par des modes de transport actif, lorsque le contaminant en question peut être directement 
intégré dans les voies normales de bioconversion de la cellule [Prescott et al., 2002]. 
Finalement, la précipitation réfère à l’habileté des cellules à transformer les métaux solubles 
en complexes insolubles par l’entremise de produits oxydants disponibles sur la membrane 
cellulaire [Wood et Wang, 1983]. 
2.3.2. Les composés phénoliques, les aromatiques divers et les hydrocarbures 
Quelques espèces seraient en mesure de croître en hétérotrophie en utilisant les sources de 
carbone aromatique dans certaines conditions [Neilson et Lewin, 1974]. Toutefois, la voie 
aérobie serait généralement préférée [Contreras et al., 2008]. D’ailleurs, il a été démontré que 
la dégradation des phénols par Ochromonas danica (Chrysophyte) ne pouvait se faire qu’en 
condition aérobie [Semple et Cain, 1996]. Il a également été prouvé que des conditions de 
mixotrophie favorisent la minéralisation des composés phénoliques et diminuent leur toxicité 
sur les microalgues [Tikoo et al., 1997]; [Megharaj et al., 1992]. Cependant, un excès de CO2 
dans le milieu peut grandement nuire à la croissance en mixotrophie et diminuer l’efficacité de 
retrait des substrats organiques [Sforza et al., 2012]. 
Dans le même ordre d’idée, Melo (2005) observe de la croissance algale et de la dégradation 
du phénol lorsque sa concentration dans le milieu est de 50 ppm [Melo et al., 2005]. Il suggère 
également qu’un manque d’oxygène pourrait être limitant pour la dégradation du phénol, 
puisqu’il a observé que dans un bécher de 5 L, en présence d’un consortium bactérien adapté 
au phénol, de l’oxygène dissous n’est uniquement mesuré que lorsque le phénol a été 
totalement dégradé. Ces observations confirment celles réalisées par d’autres auteurs qui 
constataient que la biodégradation nécessitait la présence d’oxygène moléculaire pour initier le 
bris du cycle aromatique [Semple et al., 1999; Semple et Cain, 1996]. La biodégradation du 
phénol serait également un processus photorégulé [Papazi et Kotzabasis, 2007]. Dans son 
étude, Papazi (2007) démontre que le phénol peut servir de source de carbone pour la 
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croissance de Scenedesmus obliquus, comme il a été démontré que le 2,4-dichlorophénol peut 
également permettre de soutenir une croissance algale de Tetraselmis marina plus longtemps 
que pour un milieu synthétique standard [Petroutsos et al., 2008]. En conditions 
d’hétérotrophies, Ochromonas danica a également démontré une capacité à utiliser le phénol 
comme source de carbone [Semple et Cain, 1996]. Le rendement de croissance calculé en 
présence de phénol était proportionnel à la quantité de phénol utilisée et l’utilisation du phénol 
était comparable à celle du glucose. 
D’autres algues d’eau douce ont été reconnues pour être en mesure de cataboliser le cycle 
aromatique du phénol. Après une incubation de 48 h en présence de phénol et de catéchol 
marqué au carbone-14, ce dernier a été retrouvé dans les cellules de Chlorella pyrenoidosa, 
Euglena gracilis bacillaris, Phormidium foveolarum, Chlamydomonas ulvaensis, prouvant 
ainsi la capacité de dégradation des cycles aromatiques [Ellis, 1977]. Dans le cadre de cette 
étude, il s’est avéré qu’une exposition préliminaire de chacune des souches à 0,1 mM de 
phénol avait un effet inhibiteur sur le catabolisme subséquent du phénol et dans certains cas, 
elle causait une réduction visible de la croissance. Il a aussi été démontré que des macroalgues 
Sargassum muticum et des microalgues étaient aussi en mesure de dégrader des composés 
phénoliques plus complexes que le phénol [Petroutsos et al., 2007; Petroutsos et al., 2008; 
Rubín et al., 2006]. 
Le pH est aussi un paramètre important dans la dynamique de retrait des composés 
phénoliques. Aravindhan (2009) déterminait que le pH optimal pour l’absorption du phénol 
par des macroalgues était autour de 6 et il observait des variations importantes dans la capacité 
de biosorption des algues en pH acide ou basique [Aravindhan et al., 2009]. Annadurai (2002) 
faisait le même constat avec un mélange de bactéries et de Pseudomonas putida (bactérie) 
[Annadurai et al., 2002]. 
Les mécanismes biochimiques impliqués dans le catabolisme de ces polluants ne sont toujours 
pas bien définis [Semple et al., 1999]. Diverses enzymes pourraient être impliquées dans les 
processus d’oxydation des cycles aromatiques. Il semble qu’autant pour les cellules 
procaryotes qu’eucaryotes, les mécanismes de biodégradation nécessitent la présence de 
molécules d’oxygène pour initier l’attaque enzymatique [Lika et Papadakis, 2009; Semple et 
al., 1999; Semple et Cain, 1996]. L’hydroxylation du cycle benzénique se fait par l’insertion 
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d’un oxygène, qui est influencé par la présence d’enzymes hydroxylases et de cofacteurs 
associés [Karegoudar et Kim, 2000]. Une voie typique pour la métabolisation du phénol serait 
l’hydroxylation du cycle pour former du catéchol et ensuite ouvrir le cycle via l’ortho- ou la 
méta-oxydation [Ellis, 1977; Semple et al., 1999]. Des phénomènes de minéralisation ont 
également été observés à très faible échelle chez les cellules eucaryotes pour le [cycle-
14
C] 
phloroglucinol [Craigie et al., 1965]. 
La Figure 2-3 ci-dessous présente le mécanisme oxydatif du phénol par Ochromonas danica, 
tel que proposé par Semple et Cain (1996). 
 
Figure 2-3 Étapes confirmées dans le mécanisme de meta-clivage du phénol par des 
cultures axéniques de O. danica [Semple et Cain, 1996] 
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Il a aussi été déterminé que certaines souches peuvent bioaccumuler des composés 
aromatiques et ainsi réduire la toxicité de l’effluent, comme il est indiqué dans le Tableau 2-1 
suivant. 
 
Tableau 2-1 Bioaccumulation et transformation de pesticides sélectionnés par les algues 
eucaryotes [Semple et al., 1999] 
 
 
Les hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAPs) sont d’autres composés qui sont 
toxiques pour la plupart des organismes vivants. Leur faible solubilité dans l’eau peut 
expliquer leur persistance dans l’environnement [Ghasemi et al., 2011]. Les algues 
réussiraient à les dégrader en attaquant les cycles aromatiques grâce à la production d’oxygène 
et ensuite grâce à d’autres voies métaboliques complétant le clivage [Lika et Papadakis, 2009] 
[Juhasz et Naidu, 2000]. De plus, l’oxydation partielle des HAPs par les microalgues 
favoriserait leur dégradation dans les milieux aqueux en augmentant leur biodisponibilité et 
leur biodégradabilité [Meulenberg et al., 1997]. 
Même si certaines souches algales sont en mesure de dégrader les composés aromatiques, les 
mécanismes sont ralentis et peuvent même être arrêtés lorsque les concentrations deviennent 
toxiques pour les cellules [Semple et al., 1999]. 
2.3.3 Les métaux 
Tel que rapporté précédemment, certains métaux sont nécessaires à la croissance des 
microalgues et peuvent être utilisés comme oligonutriments. Ils peuvent donc en principe être 
retirés plus facilement du milieu. Toutefois, la majorité des métaux peuvent avoir des effets 
inhibiteurs plus ou moins forts sur les cellules lorsque leurs concentrations deviennent trop 
importantes [Prescott et al., 2002]. Toutefois, l’effet toxique des métaux essentiels à la 
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croissance s’observe généralement à des concentrations beaucoup plus élevées que pour les 
métaux non essentiels [Wood et Wang, 1983]. 
Prescott et al. (2002) propose trois groupes de métaux selon leurs interactions avec les 
microorganismes : les métaux nobles, les métaux formant des liaisons carbone-métal stables 
(ou métaux lourds) et les autres métaux. Dans le cas des métaux nobles, comme l’argent, l’or 
ou le platine par exemple, les microorganismes réduisent des formes ioniques de ces métaux 
en formes élémentaires. Les métaux lourds, comme le mercure, l’arsenic ou le plomb, peuvent, 
quant à eux, être transformés par les microorganismes de leurs formes organiques et 
inorganiques en formes méthylées, dont certaines formes peuvent être encore plus toxiques 
que les structures originales [Prescott et al., 2002]. Les métaux de ce groupe sont en fait 
transformés en produits plus mobiles appelés organométaux. Les métaux lourds peuvent 
également être retenus par des processus de séquestration. Les microalgues utilisent des 
processus similaires à ceux utilisés par les autres microorganismes, soit par adsorption à la 
surface des cellules ou par des mécanismes d’absorption utilisant par exemple les 
phytochélatines [Wilde et Benemann, 1993]. Il est alors question principalement du 
mécanisme de bioaccumulation par les cellules. Le processus de formation de ces complexes a 
été étudié en partie [Triki, 1997], mais reste encore peu connu. Les microorganismes 
photosynthétiques peuvent également relâcher des métabolites permettant la chélation des ions 
métalliques à l’extérieur des cellules [Muñoz et Guieysse, 2006]. Finalement, les métaux 
comme le cuivre, le cobalt, le zinc ou le fer, qui font partie des éléments essentiels aux cellules 
et qui sont inclus dans le groupe des autres métaux, peuvent devenir toxiques lorsqu’ils sont 
présents sous formes ionisées en trop grande concentration. L’efficacité de retrait des métaux 
est donc difficile à gérer, puisque leur présence peut avoir ou non des effets inhibiteurs sur la 
croissance algale [Zerhouni et al., 2004]. Il reste toutefois possible d’utiliser les algues pour 
retirer les métaux des effluents en les utilisant pour des applications dans les limites de leur 
tolérance [Zerhouni et al., 2004] ou en utilisant des algues modifiées génétiquement pour 
résister à des concentrations élevées de métaux [Perales-Vela et al., 2006]. 
Les microalgues peuvent utiliser de nombreux mécanismes pour retenir les métaux et ceux-ci 
peuvent varier en fonction des conditions de culture. Par exemple, le pH change non 
seulement la chimie des métaux, mais modifie également le positionnement et la disponibilité 
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des groupes fonctionnels à la surface des membranes cellulaires [Sheng et al., 2004]. Les 
microalgues peuvent donc autant accumuler les métaux à l’intérieur de leur cellule en créant 
des poches temporaires pour emprisonner les métaux et prévenir leur toxicité que forcer leur 
précipitation grâce à des composés se trouvant à la surface des membranes cellulaires [Wood 
et Wang, 1983]. La précipitation à la surface résulterait de la biosynthèse d’agents oxydants ou 
de l’interaction avec la sulfate réductase membranaire des cellules qui induit la formation de 
complexes métalliques insolubles. 
Les cellules eucaryotes ont un avantage sur les cellules procaryotes pour la résistance aux 
métaux puisque les membranes des différentes structures internes assurent une protection 
supplémentaire et augmentent le nombre de mécanismes pouvant dégrader ou incorporer les 
différentes formes métalliques [Wood et Wang, 1983]. Cependant, il est important de 
considérer que la capacité de fixation des différents métaux varie d’une souche à l’autre et en 
fonction de l’âge de la culture et de l’ensemble des conditions externes [Wilde et Benemann, 
1993].  
2.4 La production de biocarburants de 3
e
 génération 
Les biocarburants de 3
e
 génération sont ceux qui sont entre autres obtenus à partir de biomasse 
algale. Ils sont étudiés dans le but de complémenter les biocarburants de 2
e
 génération produits 
à partir de biomasses lignocellulosiques. Il semble que ce 3
e
 type de biocarburant soit un des 
plus prometteurs pour le remplacement des carburants diesel actuels [Chisti, 2007]. 
L’engouement pour la production de biocarburants algaux est très présent et l’intérêt 
technologique est évident lorsqu’on constate l’augmentation rapide du nombre de publications 
réservées à cette étude dans la dernière décennie (voir Figure 2-4 suivante). 
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Figure 2-4 Nombres d’articles publiés dans les 20 dernières années sur le sujet des 
biocarburants de 3
e
 génération (obtenu d’une recherche dans Web of Science pour le 
sujet : « algal and biofuels or algae and biofuels »). 
 
Il s’avère que les microalgues possèdent plusieurs avantages intéressants pour cette 
application. En effet, les microalgues ont l’avantage d’avoir une grande capacité de production 
par superficie, si on compare avec les différentes biomasses ligncellulosique par exemple. 
Dans les bonnes conditions, les cellules peuvent accumuler des triglycérides, qui peuvent être 
utilisés pour produire du biodiesel via la transestérification [Cadoret et Bernard, 2008]. De 
plus, il est possible d’optimiser le contenu lipidique intracellulaire, soit par le contrôle des 
conditions de croisance ou via des modifications génétiques. 
Il reste toutefois plusieurs défis à relever pour cette production. Les performances sont très 
variables en fonction des conditions de culture et des équipements utilisés. Les concentrations 
de cellules atteintes doivent être maximisées. Par exemple, en système semi-intensifs, des 
masses sèches se situant seulement autour de 0,2 g/L ont été observées [De la Noue et Proulx, 
1986]. De plus, il est parfois difficile de maintenir une production en continue dû au risque de 
contaminations qui peuvent survenir par des rotifères par exemple [Fulks et Main, 1991]. Les 
rendements et les coûts de production dépendent beaucoup du mode trophique utilisé. Lorsque 
les effluents gazeux de CO2 sont utilisés comme substrat, les besoins énergétiques peuvent se 
refléter sur l’éclairage nécessaire. Avec une production en hétérotrophie, il est possible de 
réduire ces coûts, mais faut-il encore avoir un substrat de carbone efficace et peu dispendieux. 
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L’étape de séparation de la biomasse pose également un problème. À moins que les algues 
soient relativement grosses ou qu’elles floculent naturellement, cette étape est laborieuse, 
considérant les grands volumes de liquide à séparer. Les techniques de floculation semblent 
être le meilleur traitement [De la Noue et Proulx, 1986]. Il reste donc beaucoup à faire pour 
densifier les cultures afin de faciliter, par le fait même, l’étape de séparation. 
2.4.1 Principales voies de valorisation énergétique de la biomasse 
La biomasse produite peut être valorisée par d’autres façons que par la production de 
biodiesel. Selon la composition du contenu intracellulaire, les voies de valorisation peuvent 
être la méthanisation, la fermentation alcoolique, la combustion ou la gazéification. Si la 
biomasse est riche en glucides, elle peut être utilisée comme substrat à la fermentation 
alcoolique afin de produire de l’éthanol, par exemple. La biomasse riche en carbone peut 
également être transformée en méthane. Ces deux voies ont l’avantage de diminuer les coûts 
de séparation et d’éliminer le besoin de séchage de la biomasse. La combustion et la 
gazéification sont des processus difficilement applicables à cause du contenu en eau important 
et ils ne permettent pas de mettre en valeur les divers sous-produits potentiels de la biomasse. 
Finalement, si la biomasse est plutôt riche en lipides, leur extraction reste possible pour en 
faire la valorisation en biodiesel. 
2.5 Culture en photobioréacteur 
Il existe principalement deux grandes catégories de photobioréacteurs à savoir le type ouvert, 
dans lequel la biomasse est laissée à l’air libre et le type fermé, dans lequel tous les paramètres 
de culture peuvent être contrôlés. L’avantage économique des systèmes ouverts s’explique 
entre autres par le fait qu’il n’y a pas de contrôle des paramètres, tels l’éclairage et la 
température qui nécessitent un apport énergétique important, contrairement aux systèmes 
fermés. 
Une étude réalisée avec deux photoréacteurs de 6 L, soient un de type étang ouvert et l’autre 
de type tubulaire fermé, a souligné entre autres que la production de biomasse, sa composition 
et l’efficacité photosynthétique dans les deux modèles de photobioréacteurs ont donné des 
résultats similaires [González-Fernández et al., 2010]. Or, même s’il est plus dispendieux et 
qu’il présente des résultats comparables dans certains cas, le choix du modèle fermé présente 
plusieurs avantages. Il permet par exemple d’offrir des environnements contrôlés plus 
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favorables à la croissance de certaines espèces et qui réduisent les risques de contamination 
[Borowitzka, 1999]. Pour les études en laboratoire, ces conditions sont généralement 
préférées, car elles permettent un meilleur contrôle des conditions de la culture. De plus, les 
photobioréacteurs fermés pourraient être plus intéressants pour le traitement d’effluents 
puisqu’ils augmenteraient l’efficacité d’utilisation de la matière organique [González-
Fernández et al., 2010]. 
2.5.1 Particularités de la culture batch et semi-continue 
Dans un mode de culture batch, la biomasse et les nutriments sont incorporés au début et 
aucun ajout n’est effectué par la suite. Dans un tel cas, la croissance de la biomasse est donc 
ralentie lorsqu’un des éléments essentiels pour la division cellulaire n’est plus présent en 
quantité suffisante pour soutenir le métabolisme. Cette méthode de culture est particulièrement 
utile pour l’étude des conditions limitantes pour la croissance cellulaire. En effet, lorsqu’il n’y 
a aucun ajout de nutriments, l’évolution théorique de la croissance se fait selon cinq phases 
représentées par la courbe de la Figure 2-5. Il s’agit des phases de latence (1), d’accélération 
(2), de croissance exponentielle (3), stationnaire (4) et de décroissance (5). Ces phases se 
succèdent à mesure que les nutriments du milieu sont consommés. 
Phase de latence (1) : Les cellules ont besoin d’un certain temps d’acclimatation au nouvel 
environnement. 
Phase d’accélération (2) : Les cellules ont réussi à accumuler suffisamment de composés 
intracellulaires pour débuter la croissance par reproduction végétative [Andersen, 2005]. 
Phase de croissance exponentielle (3): La croissance est exponentielle et est maintenue 
constante jusqu’à ce que la composition du milieu ne soit plus optimale [Andersen, 2005]. 
Phase stationnaire (4) : Un des éléments du milieu devient limitant. Les quantités de cellules 
qui se divisent et qui meurent sont égales, ce qui produit un plateau de croissance. Les lipides 
et les glucides peuvent continuer à s’accumuler dans cette phase [Andersen, 2005]. 
Phase de décroissance (5) : La plupart des cellules ont épuisé leurs réserves intracellulaires 
de composants et elles n’ont plus suffisamment d’énergie à leur disposition pour poursuivre la 
maintenance cellulaire et meurent [Richmond, 2004]. 
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Figure 2-5 Courbe de croissance théorique de microalgues [Richmond, 2004] 
 
En culture semi-continue ou continue, malgré l’apport constant en nutriments, une limitation 
en certains nutriments peut tout de même survenir. Pour éviter ce phénomène, il faut contrôler 
la concentration de cellules dans le bioréacteur. C’est l’opération en turbidostat qui permet 
l’obtention d’une culture non-limitée et qui assure une division constante des cellules. Le 
volume de culture est également maintenu constant en prévoyant une sortie de milieu, par 
exemple, par surverse ou par pompage. La culture doit nécessairement être amorcée en mode 
batch, jusqu’à ce que la concentration de cellules souhaitée soit atteinte. 
2.5.1.1 Turbidostat 
Le turbidostat est un mode d’opération en continu qui consiste à maintenir la turbidité du 
milieu constante. Celui-ci est intéressant puisqu’il permet d’opérer à la concentration de 
biomasse choisie et de maintenir la population dans l’état souhaité [Falkowski et Raven, 
2007], généralement dans la phase exponentielle. La concentration optimale varie d’une 
espèce à l’autre et est basée sur leur profil de croissance en fonction de l’éclairement.  
2.5.2 L’importance des conditions de culture 
2.5.2.1 Source de lumière 
La source de lumière utilisée pour éclairer le photobioréacteur peut être interne ou externe. La 
distance entre les cellules et la source de lumière influence grandement l’efficacité 
d’éclairement. En effet, une distance plus petite est théoriquement préférable puisqu’elle 
assure une utilisation maximale de la lumière par les algues et limite les effets d’ombrage 
entre les cellules. Une luminosité bien répartie permet donc d’atteindre des densités de 
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biomasse plus importantes, puisque même les cellules se trouvant au centre peuvent avoir 
accès à la source de lumière. Toutefois, selon le type d’éclairage sélectionné, un éclairage 
interne peut être impossible dû à la production importante de chaleur par certaines sources de 
lumière conventionnelles [Chen et al., 2011]. Les diodes électroluminescentes (del) 
deviennent populaires pour ce genre d’applications puisqu’elles ont l’avantage de produire peu 
de chaleur, de consommer peu d’énergie et peuvent avoir de petits diamètres qui permettent de 
les inclure à l’intérieur des photobioréacteurs étroits [Chen et al., 2011]. 
La lumière, bien qu’essentielle pour la croissance des algues en photoautotrophie et 
photohétérotrophie, ne doit pas être utilisée en excès. Dans la plupart des cas, les algues ont 
une cinétique de croissance en fonction de l’éclairement qui ressemble à celle présentée à la 
Figure 2-6. Une augmentation linéaire de la croissance est observée initialement avec 
l’augmentation de l’éclairement jusqu’à un niveau de saturation qui est spécifique à chaque 
espèce. Dans le cas de Porphyridium purpureum par exemple, la saturation survient autour de 
100 E/(m2 s) [Posten, 2009]. La valeur de saturation lumineuse de l’espèce ciblée est donc 
importante à connaître puisqu’elle permet de réduire les pertes d’énergie qui pourraient 
résulter d’un éclairage excessif. De plus, des phénomènes de photoinhibition peuvent survenir 
à des niveaux d’éclairage beaucoup trop importants. 
 
 
Figure 2-6 Cinétique de croissance de Synecoccus sp. : Taux de croissance spécifique de 
la culture en fonction de l’éclairement [MacIntyre et al., 2002]. 
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2.5.2.2 La température 
Une variation importante de la température peut affecter les diverses réactions biochimiques à 
l’intérieur de la cellule. Ces effets peuvent affecter les vitesses et les capacités d’acquisition 
des nutriments. Par exemple, Demon et al. (1989) a entre autres observé une augmentation de 
la capacité de retrait de l’arsenic, du cadmium, du zinc et du cuivre avec l’augmentation de la 
température chez Scenedesmus [Demon et al., 1989]. De la même façon, la température peut 
modifier la composition chimique intracellulaire en modifiant la nature des composés présents 
dans le milieu. La température affecte également la croissance algale. Le taux de croissance 
augmente avec la température, jusqu’à l’atteinte de la température optimum de croissance. Par 
la suite, l’effet s’inverse et la croissance peut alors être ralentie par une température trop 
élevée. Il a été démontré avec Chlorella que le métabolisme cellulaire est ralenti à de faibles 
températures, mais que la quantité de lumière reçue est la même. La cellule reçoit donc plus 
d’énergie qu’elle ne peut en transformer [Huner et al., 1998]. Les modifications du 
métabolisme sont alors semblables à celles utilisées pour contrer la photoinhibition. 
2.5.2.3 Le pH 
Comme pour la température, chacune des espèces a son propre pH idéal. Le pH joue un rôle 
important sur la forme des composés carbonés et des minéraux disponibles dans le milieu 
[Becker, 1994]. Il influence aussi la capacité de diffusion du CO2 vers l’intérieur de la cellule 
[Balkos et Colman, 2007] et permet de réguler l’activité enzymatique intra- et extracellulaire 
[Beardall et al., 1998] [Bartual et Gálvez, 2002].  
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CHAPITRE 3  OBJECTIFS, HYPOTHÈSES ET 
LIMITES DE L’ÉTUDE 
 
3.1 Cadre théorique global 
Comme il a été présenté, de nombreuses recherches ont été faites sur le traitement de l’eau par 
les microalgues, mais peu impliquaient le retrait de composés tel que le phénol. De plus, la 
plupart se sont concentrées sur les eaux usées municipales, en raison de leurs fortes 
concentrations en phosphore et en azote. Les résultats présentés sur certaines eaux usées 
industrielles très contaminées sont limités à la composition exacte de cette eau et ne peuvent 
donc pas être généralisés à cette étude. L’industrie des biocarburants a des problématiques 
chimiques spécifiques et complexes. On retrouve très souvent dans leurs rejets des composants 
chimiques de type phénolique. L’intérêt des microalgues est donc de trouver un traitement 
d’eau efficace avec une valeur ajoutée pour l’industrie. 
L’eau usée industrielle utilisée dans ce projet avait une composition complexe. Afin de mieux 
la comprendre, elle a été analysée par un laboratoire externe spécialisé. Les résultats reçus sont 
résumés dans le Tableau 3-2 suivant. La composition présentée dans ce tableau correspond à 
celle de l’eau prélevée le 26 juin 2013. Les analyses complètes sont présentées dans l’annexe 
3. À l’exception de quelques résultats préliminaires, la présente étude se limite à l’évaluation 
de l’effet de l’eau prélevée ce jour-là, sur les souches de microalgues testées, afin de permettre 
une comparaison des résultats entre eux. 
Tableau 3-2 Composition sommaire des eaux usées industrielles 
Composés Concentration (ppm) 
Phénol 60,4 
Phénols-chlorés 1,5 
(o-, m-, p-) crésol 32 
COVs 0,8 
HAPs 1,3 
Azote 
            Ammoniacal 
            Kjeldahl 
Phosphore 
 
774 
787 
0 
Métaux : Arsenic 
               Nickel 
               Cd, Cr, Cu, Mo, Pb, Zn 
46 
0,23 
0 
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Par ces résultats d’analyses, il était possible de constater que plusieurs composés possiblement 
toxiques pour les algues étaient présents et dans certains cas, en très fortes concentrations. Les 
contaminants présents en plus grandes concentrations sont les produits phénoliques (phénols, 
phénols chlorés, (o-, m-, p-) crésol), dont le phénol qui en compose environ 60 %. 
Le but global de ce projet était donc d’évaluer la possibilité d’utiliser l’eau usée en question 
comme substrat de culture pour des microalgues afin, si possible, d’obtenir une biomasse 
valorisable en biocarburants. Malheureusement, dû à des contraintes techniques, il n’a pas été 
possible de valider la composition interne de la biomasse et ainsi de valider son potentiel pour 
une valorisation en biocarburant. Malgré tout, le projet a été divisé en quatre objectifs 
secondaires qui devaient permettre d’atteindre la majeure partie de l’objectif principal. Ceux-
ci sont présentés dans le Tableau 3-3 suivant.  
 
Tableau 3-3 Énoncé des objectifs secondaires de l’étude 
Objectifs secondaires Détail 
#1 Sélection de souches et 
estimation de la croissance des 
cultures en eaux usées 
(Chapitre 4) 
1) Choix de la souche la plus résistante 
2) Identification de la concentration maximale 
d’eaux usées pouvant être ajoutée 
3) Évaluation de la nécessité de l’ajout de 
nutriments 
#2 Optimisation de la croissance 
et mise à l’échelle 
(Chapitre 5) 
1) Caractérisation de la souche 
2) Essais en photobioréacteur de 3L 
#3 Analyse de l’effet de la 
présence du phénol 
(Chapitre 6) 
1) Évaluation de l’effet du phénol sur la 
croissance des microalgues 
2) Identification de la concentration limite en 
phénol que peuvent tolérer les microalgues 
3) Détermination de la capacité de retrait du 
phénol par les microalgues 
#4 Optimisation de la 
concentration d’eau usée 
(Chapitre 7) 
1) Évaluation de l’effet d’un traitement 
préalable des eaux usées sur la croissance 
des microalgues 
 
Afin de pouvoir fournir à l’industrie une réponse rapide sur la faisabilité de cultiver des 
microalgues dans les eaux usée industrielles, il a été choisi de tester plusieurs aspects de la 
croissance. Ce choix a impliqué plusieurs expériences et a donc réduit le nombre de réplicas 
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qu’il était logistiquement possible de faire pour chaque culture. Ceci a également rendu 
impossible une analyse statistique poussée sur les résultats et a limité les conclusions pouvant 
être tirées. Cependant, les résultats obtenus peuvent permettre d’identifier les aspects qui 
devront être considérés plus en détails pour la suite et validés par des expériences qui pourront 
être plus élaborées. 
Il est à noter que, pour faciliter la compréhension de chacune des expériences réalisées, le 
présent chapitre et les subséquents ont été divisés en fonction des quatre objectifs secondaires 
mentionnés. Les méthodologies et les résultats sont donc discutés séparément pour chacun de 
ces objectifs. 
3.2 Objectif #1 : Croissance des microalgues dans les eaux usées 
industrielles 
Puisqu’aucun traitement biologique sur l’eau usée n’est en place à l’usine, il n’était pas 
possible d’utiliser des microorganismes déjà pré-acclimatés à cette eau. C’est donc huit 
souches de microalgues vertes d’eau douce qui ont été retenues pour débuter ce projet. Le 
premier objectif était donc de sélectionner la souche la plus résistante à ces eaux usées et de 
déterminer la concentration maximale d’eau usée qu’il était possible d’ajouter dans le milieu 
tout en maintenant une croissance cellulaire intéressante, à savoir une croissance comparable à 
ce qui se retrouve dans la littérature pour l’espèce, dans les conditions d’éclairement. 
Puisque les souches de microalgues n’étaient pas pré-acclimatées à l’eau usée industrielle de 
l’étude, la première hypothèse était qu’il serait probablement impossible de travailler avec 
100 % d’eau usée. Pour ce qui était de la sélection, il était difficile de prévoir quelles souches 
performeraient le mieux. En effet, les souches étaient toutes soient de l’espèce Chlorella ou 
Scenedesmus, deux espèces qui apparaissent régulièrement dans la littérature concernant le 
traitement d’eaux usées. 
Il est important de mentionner que l’étude a été limitée à l’essai de ces souches, même s’il ne 
s’agissait pas de souches pré-acclimatées ou modifiées génétiquement. De plus, l’eau usée 
utilisée avait une composition unique correspondant à la production du 26 juin 2013, cette 
composition étant variable selon l’étape de fonctionnement de l’usine et des intrants utilisés 
pour la production. Les résultats de survie ne seront donc pas nécessairement valables pour 
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une autre composition d’eau usée. Ils devraient cependant être indicatifs et permettre d’établir 
un aperçu des limites attendues pour les eaux provenant de cette usine. 
3.3 Objectif #2 : Optimisation de la croissance et mise à l’échelle 
Le 2
e
 objectif devait permettre de déterminer quelles sont les conditions de culture idéales 
pour la souche retenue et d’identifier les paramètres (température et éclairement) pouvant 
permettre d’améliorer sa croissance. Le but de cet objectif était d’obtenir les courbes de 
croissance de chacune des souches en fonction de l’éclairement et de déterminer leur 
température optimale de culture. 
Les algues présentent généralement un profil de croissance exponentielle asymptotique (taux 
de croissance en fonction de l’éclairement fourni) (voir Figure 2-6). La valeur d’éclairement 
correspondant à l’atteinte du plateau dépend de la souche de microalgues. Il était donc attendu 
d’observer ce même profil exponentiel pour chacune des souches, aux différentes températures 
et pour chacun des milieux testés. En principe, l’ajout d’eau usée, si elle n’est pas toxique, 
dans un des milieux devrait favoriser la croissance par l’ajout de carbone organique qui peut 
permettre la croissance en mixotrophie. Cependant, l’hypothèse est que la couleur plus foncée 
de cette eau puisse diminuer la quantité de lumière disponible. 
Des essais dans un volume plus grand, soit en photobioréacteur de 3 L, ont été réalisés par la 
suite dans les conditions idéales afin de valider les courbes de croissance obtenues.  
3.4 Objectif #3 : Analyse de l’effet de la présence de phénol 
Puisque le phénol est le contaminant présent en plus grande concentration dans les eaux usées 
reçues, il était intéressant d’isoler l’effet de ce contaminant sur les algues. C’est pourquoi des 
milieux synthétiques avec ajout de solution de phénol ont été testés dans différentes 
conditions. Le but de ce sous-objectif était de vérifier l’effet du phénol sur la croissance des 
microalgues et de déterminer leur capacité à retirer ce composé. Ces différentes variables ont 
été étudiées séparément dans des expériences indépendantes, comme il le sera détaillé dans le 
Chapitre 6. 
La littérature est plutôt limitée en ce qui a trait à la capacité de dégradation ou d’assimilation 
du phénol par les microalgues. Par contre, comme il a été présenté dans la revue 
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bibliographique, il semble réaliste de croire que le phénol puisse agir comme source de 
carbone pour les microalgues, tant qu’il est présent à des concentrations non toxiques pour 
celles-ci. Il pourrait permettre d’accroître la performance de croissance par rapport au milieu 
initial pauvre en carbone. Par le fait même, le phénol risque donc d’être retiré entièrement du 
milieu. De plus, la littérature semble indiquer que les microalgues pourront résister à des 
concentrations importantes de phénol pouvant aller jusqu’à 400 ppm [Olivier et al., 
2003][Tišler et Zagorc-Koncan, 1997].  
3.5 Objectif #4 : Optimisation de la concentration d’eau usée 
Cette série d’expériences avait comme objectif de diminuer la toxicité de l’eau usée sur les 
microalgues, afin de pouvoir augmenter sa concentration dans les milieux de culture. Le 
traitement était donc réalisé uniquement sur l’eau usée, avant même qu’elle soit utilisée dans 
le milieu de culture (donc, en absence d’algues). 
Le choix des traitements a été basé sur l’aspect de la complexité et du coût. En effet, puisque 
l’entreprise souhaite minimiser ses coûts de traitement d’eaux usées, il fallait tenter de trouver 
des méthodes simples qui pourraient s’insérer facilement en amont d’un bioréacteur de 
culture. Puisqu’il est connu que les traitements d’oxydation chimique sont ceux les plus 
régulièrement utilisés pour le retrait des phénols et des autres composés aromatiques, les 
traitements testés ont été les suivants : l’éclairage aux ultraviolets, l’ozonation, l’aération et le 
bullage au CO2. Dans un premier temps, il s’avérait intéressant de tester un simple bullage à 
l’air afin de vérifier si la volatilisation de certains composés pouvait diminuer la toxicité. Dans 
le même but, un bullage avec du CO2 a été testé. Le CO2 a également l’avantage de faire 
baisser le pH du milieu, ce qui a comme effet de diminuer la solubilité du phénol et 
possiblement d’en réduire sa toxicité. D’autres traitements d’oxydation ont été ajoutés, soient 
le traitement aux ultraviolets et celui à l’ozone, afin de vérifier leurs effets sur la toxicité de 
l’eau usée Le choix de ces derniers a été fait en fonction des disponibilités des équipements. 
Il est attendu que ces traitements puissent avoir un effet positif sur la croissance des 
microalgues. Toutefois, certaines réserves persistaient quant à l’utilisation des traitements 
d’oxydation, puisque de tels traitements pouvaient mener à la formation de composés 
intermédiaires possiblement plus toxiques pour les microalgues. Il est à noter que l’objectif 
était d’avoir un portrait rapide du potentiel de ces différents traitements et que ceux-ci n’ont 
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pas été optimisés. C’est pourquoi, il est possible que ces intermédiaires toxiques puissent être 
évités dans le cas où les temps de contact ou les débits seraient modifiés.  
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CHAPITRE 4  CROISSANCE DANS LES EAUX USÉES 
INDUSTRIELLES 
 
4.1 Méthodologie 
4.1.1 Conditions de culture 
Les huit souches de microalgues testées initialement dans les eaux usées sont présentées dans 
le Tableau 4-4 suivant. 
 
Tableau 4-4 Souches de microalgues utilisées pour les expérimentations 
Nom attribué Genre Espèce Provenance/période Fournisseur 
JN15 Scenedesmus sp. Rivière Ottawa/été UdeM
1
 
JN17 Scenedesmus sp. Rivière Ottawa/été UdeM
1
 
JN36 Chlorella sp. Rivière Ottawa/été UdeM
1
 
LB1H10 Chlorella sp. Lac Croche/été UdeM
1
 
MA2H6 Chlorella sp. Fleuve St-Laurent/été UdeM
1
 
PCH25 Chlorella sp. Rivière Ottawa/été UdeM
1
 
CPCC90 Chlorella vulgaris - CPCC
2 
CPCC157 Scenedesmus obliquus - CPCC
2 
1Université de Montréal, isolée par l’équipe du Pr. Patrick Hallenbeck 
2
Canadian Phycological Culture Centre 
 
Il s’agit dans tous les cas d’algues vertes d’eau douce de diamètre se situant entre 5 et 10 m. 
Les souches ont été reçues dans le milieu Bold basal medium (BBM) (voir annexe 4), sans 
ajout de source de carbone complémentaire [Andersen, 2005]. Il a donc été choisi de conserver 
ce milieu de culture pour tout le projet. De plus, ce milieu est pauvre en carbone, ce qui allait 
permettre de mieux percevoir l’effet de l’eau usée sur la croissance. 
Pour la survie des souches dans les eaux usées, il fallait remplacer une certaine proportion du 
volume d’eau milli-Q nécessaire pour la fabrication du milieu BBM par de l’eau usée. Le 
pourcentage d’eau usée dans le milieu correspond au volume d’eau usée par rapport au volume 
total du milieu, en incluant les solutions de minéraux (% v/v). Indépendamment de la 
proportion d’eau usée, la concentration finale en nutriments correspond à celle du milieu BBM 
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(i.e. que les nutriments n’ont pas été dilués). De cette façon, il a été possible de suivre l’effet 
inhibiteur de l’eau usée sur les algues, en s’assurant de ne pas avoir de carence en éléments 
essentiels. Avant son ajout dans le milieu de culture, l’eau usée était filtrée sur un filtre 
0,2 m. 
Pour l’expérience qui a permis de déterminer l’importance de certains minéraux sur la 
croissance, le milieu était préparé avec 30 % (v/v) d’eau usée. Pour chaque culture testée, 
seuls les minéraux choisis étaient ajoutés dans les mêmes proportions que pour le milieu BBM 
complet. Aucun des autres minéraux n’étaient ajoutés. 
Les microalgues ont été cultivées en batch, c’est-à-dire qu’elles étaient cultivées jusqu’à ce 
que la concentration atteigne un plateau ou que la décroissance commence. Afin de réduire le 
temps de latence et d’avoir une croissance représentative, les cultures étaient inoculées à partir 
de microalgues pré-acclimatées à la condition d’éclairement et à la concentration d’eau usée. 
Les microalgues étaient repiquées à deux reprises lorsqu’elles étaient en phase exponentielle et 
c’est la croissance après le 3e repiquage qui a été utilisée pour déterminer le taux de 
croissance. 
Les cultures de 200 mL ont été maintenues à 22 ± 1 °C dans des bouteilles de culture en 
plastique de 250 mL. Le montage a permis d’éclairer les deux côtés des bouteilles et de fournir 
un éclairement d’environ 300-350 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1 en continu. L’éclairement a été 
mesuré avec la sonde PAR scalaire US-SQS/L (Waltz, Allemagne) branchée à la console Light 
meter LI-250A (LI-COR, USA). L’agitation a été assurée par un petit barreau magnétique 
tournant à faible vitesse. Aucune aération n’a été injectée en cours de culture. Chaque 
condition de culture a été testée en duplicata. Les cultures étaient inoculées à environ 
50 g chla ∙ L-1. 
4.1.2 Suivi de culture 
Le suivi de la croissance s’est fait par la mesure de la concentration de chla avec un Trilogy® 
Laboratory Fluorometer (Méthode CHL A NA, Turner Designs, USA) après une extraction 
avec un mélange acétone 90 % (v/v) : DMSO dans des proportions 3 : 2 (v/v) [Andersen, 
2005]. Des échantillons de 1 mL étaient prélevés quotidiennement et l’extraction de la chla 
était réalisée sur 200 L d’échantillon. 
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L’efficacité photosynthétique a également été suivie avec la méthode de fluorescence, afin de 
faire un suivi de l’état physiologique des microalgues. L’utilisation du fluorimètre AquaPen 
100 (Photon Systems Instruments, République Tchèque) a permis de mesurer le rendement 
quantique de séparation de charge du photosystème II (Fv/Fm) [Butler, 1978]. Avec cette 
méthode, les cellules récoltées sont placées 30 minutes dans le noir puis exposées à un flash 
lumineux à 630 nm. 
La concentration de cellules a aussi été mesurée pour quelques cultures avec le Coulter 
Counter (Beckman) avec un tube d’une ouverture de 50 m. Pour le comptage, une solution 
saline de 0,9 % NaCl dans de l’eau milli-Q a été utilisée pour diluer les échantillons. 
4.1.3 Calcul du taux de croissance 
Le taux de croissance a été calculé à partir des données de chla recueillies. Le taux de 
croissance optimal a été calculé en trouvant la pente de la droite maximale observée sur un 
graphique du logarithme naturel de [chla] en fonction du temps, ce qui correspond au moment 
où la croissance était en phase exponentielle. La méthode est expliquée par la Figure 4-7 ci-
dessous. 
 
 
Figure 4-7 Méthode graphique permettant de calculer le taux de croissance de la souche 
en période de division exponentielle en culture batch 
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Le calcul du taux de croissance se fait selon l’Équation 4-1 suivante : 
      
                                                       Équation 4-1 
N0 : quantité de cellules initiale; N : quantité de cellules après t;  : taux de croissance; t : intervalle 
de temps sélectionné. 
 
Pour toutes les expériences, la croissance est définie en fonction de la concentration de chla, 
mais les résultats peuvent facilement être convertis en quantité de cellules. En effet, des 
relations linéaires ont été observées entre la concentration de cellules et la concentration de 
chla en phase exponentielle de croissance, ce qui permet d’affirmer que la fluorescence a été 
un moyen efficace de faire le suivi. Les graphiques et calculs permettant d’affirmer ce fait sont 
présentés en annexe de ce document (annexe 1). Ceci est logique puisque lorsque toutes les 
composantes de la cellule varient au même taux (balanced growth) la mesure du taux de 
croissance est indépendante de la composante mesurée. Ceci est vrai pour la croissance 
constante et moins lorsque la croissance diminue, mais ceci était suffisant pour le suivi voulu. 
Dans ce document, les taux de croissance présentés dans les graphiques sont généralement une 
moyenne calculée à partir des taux obtenus pour une même souche, dans une condition de 
culture donnée, pour chaque réplica de culture. 
4.2 Présentation et analyse des résultats 
4.2.1 Expérience en eaux usées prélevées le 22 mars 2013 – Essais préliminaires 
À la suite des premières observations faites avec de l’eau usée récoltée le 22 mars 2013, qui 
avait un plus fort contenu en matière dissoute que celle utilisée par la suite, il a été possible de 
constater que les souches ne pouvaient pas résister à des concentrations d’eau usée supérieures 
ou égales à 15 %. En effet, les premiers essais effectués avec 15 % et 50 % d’eau usée ont tous 
deux présentés une mort rapide de toutes les souches de microalgues. Des flocs blancs étaient 
visibles dans les cultures dès le 2
e
 jour. Les mesures de chla et une évaluation du Fv/Fm ont 
confirmés la mort cellulaire.  
Des essais supplémentaires à 5 % et 10 % d’eau usée ont été faits afin de présélectionner les 
meilleures souches (voir Figure 4-8). Les souches CPCC90, MA2H6 et PCH25 ont démontré 
46 
 
des taux de croissance spécifiques parmi les plus élevés aux deux concentrations testées, 
soient respectivement de 1,18, 1,56 et 1,15 jr
-1
 à 5 % d’eau usée et 0,55, 0,71 et 0,65 jr-1 à 
10 %. À 5 % d’eau usée, les souches JN15 et JN17 ont présentées des taux de croissance 
comparables aux taux des trois souches précédentes, soient de de 1,33 et de 1,32 jr
-1
, alors que 
CPCC157, JN36 et LB1H10 avaient des taux beaucoup plus faibles se situant entre 0,49 et 
0,79 jr
-1
. À 10% d’eau usée, les taux de croissance ont significativement diminués pour toutes 
les souches. Les taux de croissance de CPCC157 et LB1H10 ont été beaucoup plus faibles que 
les autres, soient respectivement de 0,17 et 0,20 jr
-1
, alors que CPCC90, JN15, JN17 et JN36 
ont présenté des taux de croissance plus élevés de respectivement 0,55, 0,46, 0,48 et 0,40 jr
-1
. 
MA2H6 et PCH25 ont encore présentés les meilleurs résultats. 
En comparant les concentrations de cellules atteintes par chacune des souches, il est possible 
de constater qu’à 10 % d’eau usée, ce sont les souches CPCC90, PCH25 et MA2H6 (dans une 
moindre mesure) qui atteignent les densités de cellules les plus élevées (annexe 2). 
 
 
Figure 4-8 Comparaison des taux de croissance spécifiques de chacune des souches en 
milieu BBM avec 5% (v/v) et 10% (v/v) d'eau usée prélevée le 22 mars 2013 
 
Ces résultats préliminaires suggèrent donc que les souches PCH25 et MA2H6 seraient les 
meilleures candidates pour survivre à des concentrations plus élevées des types de 
contaminants présents dans ces eaux usées. Il s’est avéré que cette eau usée avait un effet 
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inhibiteur important sur la croissance des microalgues, ce qui a limité les essais. Elle a 
toutefois permis d’identifier certaines souches plus prometteuses permettant de s’en tenir à 
celles-ci pour la suite. Les souches CPCC90, MA2H6 et PCH25 ont été retenues pour leur 
performance respective. CPCC90 a été retenue dans le but d’avoir une base comparative avec 
une souche connue et préalablement étudiée. 
4.2.2 Expérience en eaux usées prélevées le 26 juin 2013 – Essais principaux 
De nouveaux essais de survie ont par la suite été réalisés avec l’eau usée récoltée le 26 juin 
2013, qui avait une composition connue (Tableau 3-2 et annexe 3). C’est cette eau qui est 
utilisée pour le reste des expérimentations. Cette nouvelle eau usée a donné des résultats un 
peu différents, en confirmant la possibilité d’augmenter la concentration d’eau usée dans le 
milieu jusqu’à 30 %, sans nuire à l’efficacité de croissance des espèces. Sur la Figure 4-9, il 
est possible de remarquer que les taux de croissance des trois souches sont plus élevés avec 
l’augmentation de la concentration d’eau usée dans le milieu, dans les conditions données, 
jusqu’à environ 20 % d’eau usée. La tendance s’inverse lorsque la concentration d’eau usée 
dans le milieu dépasse 30 %, à part pour PCH25 qui semble être réduite dès 20 %. À 40 % 
d’eau usée, pour PCH25, le taux de croissance obtenu est comparable à celui obtenu dans un 
milieu BBM standard. Pour CPCC90 et MA2H6, ce fait s’observe plutôt à 50 % d’eau usée, 
où les souches atteignent respectivement 0,41 et 0,26 jr
-1
.  
PCH25 a offert des meilleurs taux de croissance que les deux autres souches, soit de plus de 
1,5 jr
-1
, jusqu’à l’atteinte de 20 % d’eau usée dans le milieu. CPCC90 arrive en deuxième et 
MA2H6 a présenté les taux les plus faibles. Après 20 % d’eau usée, les performances des trois 
souches s’interchangent. CPCC90 présente de meilleures performances à des concentrations 
égales ou supérieures à 30 %, suivi par MA2H6 et PCH25. Il semble donc que PCH25 ait une 
moins bonne résistance aux contaminants présents. 
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Figure 4-9 Comparaison des taux de croissance spécifiques des souches de Chlorella dans 
un milieu BBM à différentes concentrations (v/v) d’eau usée prélevée le 26 juin 2013 
 
De façon générale, il est possible de constater que l’ajout d’eau usée dans le milieu a un effet 
bénéfique sur la croissance des algues et que cet effet s’inverse à partir de 20 % d’eau usée 
dans le milieu. La diminution du taux de croissance entre 20 % et 30 % d’eau usée pouvait 
aller d’environ 10 % pour CPCC90 et MA2H6 à 29 % pour PCH25. L’écart est encore plus 
marqué lorsque la concentration d’eau usée atteint 40 %. Entre 20 % et 40 % d’eau usée les 
taux de croissance pour CPCC90, MA2H6 et PCH25 diminuent respectivement de 46 %, 50 % 
et 53 %. À l’inverse, entre le milieu sans eau usée et le milieu avec 20 % d’eau usée, il est 
possible de constater une augmentation d’environ 60 % pour chacune des souches.  
4.2.3 Importance de certains minéraux 
Finalement, il fallait déterminer si l’eau usée pouvait, sans ajout de minéraux quelconque, 
soutenir la croissance des microalgues. Les essais ont été réalisés uniquement avec CPCC90 
qui présentait la meilleure résistance. Sans surprise, les cultures maintenues en eaux usées 
seulement n’ont pas pu croître, puisqu’après un 3e repiquage dans la phase exponentielle, la 
croissance mesurée était pratiquement nulle. Les résultats de croissance après le 3
e
 repiquage 
pour chacun des milieux sont présentés dans la Figure 4-10. 
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Figure 4-10 Croissance de Chlorella vulgaris (CPCC90) avec 30% (v/v) d’eau usée et 
ajout de minéraux sélectionnés uniquement. 
 
L’ajout de certains minéraux est donc nécessaire pour soutenir une croissance dans les eaux 
usées. L’ajout d’une source de phosphore est essentiel et l’ajout d’azote complémentaire 
permet d’obtenir de meilleurs rendements de croissance. Avec l’ajout de ces deux sources, il 
est possible d’atteindre une croissance comparable à celle obtenu dans un milieu BBM 
complet avec la même proportion d’eaux usées et significativement différente de celle obtenu 
avec ajout des autres nutriments seulement. L’ajout de NaCl seul n’a pas fourni d’amélioration 
significative de la croissance par rapport à l’ajout de phosphore, tandis que le MgSO4 a permis 
une faible augmentation du taux de croissance, sans toutefois atteindre le rendement obtenu 
par l’ajout d’azote.  
4.3 Discussion et conclusions intermédiaires 
Les trois souches retenues sont des Chlorella, ce qui confirme le potentiel de ce genre de 
microalgues dans des milieux à fort potentiel toxique pour les microorganismes. Les résultats 
de croissance faibles obtenus dans le milieu BBM sans eau usée ni autre source de carbone ne 
sont pas étonnants et sont consistants avec ce qui a déjà été observé dans la littérature. En 
effet, Castellanos (2013), a obtenu avec Chlorella vulgaris, dans le même milieu BBM pauvre 
en carbone, un taux de croissance de 0,13 jr
-1
 [Castellanos, 2013]. Les taux de croissance sont 
beaucoup plus élevés lorsque du carbone est ajouté sous forme de carbonate par exemple 
(Na2CO3). Il semble donc possible de croire que le carbone présent dans les eaux usées peut 
être utilisé par les algues pour leur croissance. Toutefois, en augmentant la concentration 
d’eau usée, la concentration de contaminants toxiques augmente également, avec un l’effet 
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inhibiteur associé. La souche CPCC90 a fourni les meilleurs résultats aux concentrations les 
plus élevées en eau usée prélevée le 26 juin 2013. Il faut rappeler qu’il ne peut évidemment 
pas s’agir d’une carence en nutriments causée par l’augmentation de la proportion d’eau usée 
puisqu’à cette étape, dans tous les cas, tous les minéraux nécessaires étaient ajoutés dans les 
mêmes proportions. 
Pour ce qui est de l’importance de l’ajout de tous les minéraux du milieu BBM pour la 
croissance, il semble qu’à court terme, c’est-à-dire après trois repiquages en phase 
exponentielle, ils ne soient pas tous essentiels. En effet, la croissance avec l’ajout de 
phosphore et d’azote (sous forme nitrate) suffit pour atteindre une croissance équivalente à 
celle obtenue avec tous les minéraux. Cependant, il serait possible que des carences en 
minéraux nécessaires en plus petites doses surviennent à plus long terme. Il a été possible de 
remarquer par exemple que l’ajout de MgSO4 permet d’améliorer légèrement la croissance par 
rapport à l’ajout du phosphore seulement. Ce composé est quant à lui utile pour la part de 
magnésium qu’il apporte, car ce dernier participe, entre autres, à la stabilisation de la 
membrane cellulaire [Prescott et al., 2002]. 
Dans un autre ordre d’idées, il est possible de penser que certains composés limitent le 
potentiel d‘utilisation de souches pures non pré-acclimatées dans ces eaux usées. Les études 
disponibles suggèrent régulièrement l’utilisation de microorganismes pré-acclimatés, ce qui 
aurait en effet pu permettre d’augmenter la proportion d’eau usée dans le milieu de culture. En 
effet, si des microorganismes déjà acclimatés avaient pu être utilisés, ceci aurait possiblement 
permis d’opérer dans 100 % d’eau usée, puisqu’ils auraient été résistants aux fortes 
concentrations de contaminants présents. Il semblait intéressant de tenter de déterminer quels 
contaminants présents dans ces eaux ont fait en sortes qu’il était impossible d’utiliser des 
concentrations d’eau usée supérieures à 50 %. En cherchant dans la littérature, il a été possible 
de soulever quelques hypothèses pouvant expliquer le phénomène de toxicité. 
Phénol 
Le phénol est le contaminant retrouvé à plus forte concentration dans l’eau usée. Sa 
concentration est de plus de 60 mg/L. Tisler (1996), déterminait que le phénol est moins 
toxique pour la microalgue Scenedesmus quadricauda que le formaldéhyde et que la 
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concentration à laquelle la croissance diminue de 50 % était à plus de 400 mg/L [Tišler et 
Zagorc-Koncan, 1997]. Avec Chlorella vulgaris, Olivier (2003), a obtenu une diminution 
significative de 50 % de la croissance également à une concentration de phénol de 400 mg/L 
[Olivier et al., 2003]. Il est donc peu probable que la toxicité de l’eau soit due à ce composé, 
comme il a pu être validé subséquemment (chapitre 6). 
Arsenic 
Après l’azote et le phénol, l’arsenic est le composé présent en plus grande concentration dans 
les eaux usées. La concentration dans l’eau entière est de 46 mg/L, ce qui est très élevé pour 
un tel contaminant. Levy (2008) a testé le potentiel toxique des différentes formes d’arsenic, 
soient As (III) et As (V), sur la toxicité de Chlorella sp. et Monoraphidium arcuatum. Pour la 
microalgue Chlorella, considérée comme la plus résistante, la concentration à laquelle sa 
croissance diminue de 50% a été d’environ 25 mg/L pour les deux formes. Il est également 
connu que la forme As (III) est plus toxique que As (V) et que la toxicité augmente lorsque le 
milieu est plus riche en phosphore [Levy et al., 2005] [Karadjova et al., 2008]. Tout ceci 
permet de mettre en évidence la complexité de l’arsenic et de son potentiel de toxicité. Les 
résultats présentés dans ces études permettent de croire que ce contaminant pourrait 
effectivement être celui qui limite en partie l’utilisation d’une plus grande quantité d’eau usée 
dans le milieu, puisqu’à 50 % d’eau usée, la concentration d’arsenic est près de 25 mg/L, soit 
de 23 mg/L. 
Composés aromatiques divers 
En plus de sa concentration dans le milieu, les propriétés physico-chimiques d’un composé 
peuvent également avoir un effet sur le potentiel toxique. Selon Hutchinson (2005), la pression 
de vapeur et la solubilité d’un hydrocarbure pourrait donner une bonne idée de sa toxicité 
molaire. Les composés avec des pressions de vapeur et des solubilités plus faibles seraient 
plus toxiques pour les algues que ceux avec des pressions de vapeur et des solubilités plus 
élevées [Hutchinson et al., 2005]. Selon cette base, il a été possible de mettre dans un ordre les 
différents contaminants en fonction de leur risque de toxicité. En observant la solubilité et la 
pression de vapeur de chacun de ces composés, le benzo (a) pyrène, le 
benzo (b, j) fluoranthène, le dibenzo (a, h) anthracène et le fluorène seraient parmi les plus 
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toxiques. En considérant également la concentration du composé dans l’eau usée, il est 
possible d’ajouter le pentachlorophénol dans les composés qui contribuent probablement à la 
forte toxicité de l’eau usée.  
Selon la littérature, le benzo (a) pyrène serait possiblement non toxique jusqu’à des 
concentrations de plus de 1200 g/L, concentrations qui ont été identifiées pour la microalgue 
Selenastrum capricornutum [Warshawsky et al., 1995]. La concentration dans le milieu à 
50 % d’eau usée n’est que de 8,75 g/L. Or, il est peu probablement que ce contaminant soit 
limitant. Pour le fluoranthène, la concentration toxique rapporté pour Phaeodactylum 
tricornutum (diatomée) commencerait à 0,08 μg/ml [Wang et Zheng, 2008]. Le milieu à 50 % 
d’eau usées en contient jusqu’à 13,2 g/L, mais même dans un milieu 30 % d’eau usée, les 
cultures sont déjà exposées à une concentration de près de 8 g/L, ce qui est aussi très élevée. 
Le composé pourrait toutefois contribuer à la toxicité, mais ne peut expliquer à lui seul le 
résultat. Finalement, le dibenzo (a, h) anthracène serait toxique autour de 575 g/L pour 
Nannochloropsis sp., Picochlorum sp., Alexandrium catenella et Chaetoceros muelleri 
[Othman et al., 2012], alors qu’il n’y en a que 1 g/L dans une milieu à 50 %.  
Pour ce qui est du pentachlorophénol, des effets inhibiteurs significatifs ont été observés chez 
Pseudokirchneriella subcapitata, une microalgue verte unicellulaire, à partir de concentrations 
inférieures à 1 mg/L, soit autour de 0,11 et 0,52 mg/L [Radix et al., 2000]. À 50 % d’eau usée, 
le milieu en contient 0,139 mg/L, ce qui est dans l’écart possible de toxicité élevée pour les 
microalgues. 
En conclusion, il semble que l’arsenic, le pentachlrophénol, le fluoranthène et possiblement le 
benzo (b, j) fluoranthène seraient les contaminants avec le plus grand potentiel de toxicité sur 
les microalgues et qui limiteraient donc l’utilisation de l’eau usée dans le milieu de culture. Un 
traitement préalable sur l’eau usée pourrait donc possiblement permettre d’augmenter sa 
proportion dans le milieu de culture. Le chapitre 7 de ce document traitera de solutions 
d’optimisation. 
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CHAPITRE 5  OPTIMISATION DE LA CROISSANCE 
 
5.1 Méthodologie 
5.1.1 Conditions de culture 
Deux souches ont été testées, soient CPCC90 et MA2H6, dans un milieu BBM standard avec 
ajout de solution de vitamines S3 Vitamins Solution [Andersen, 2005] et dans un milieu BBM 
avec 30 % (v/v) d’eau usée. Les éclairements ont été ajustés par l’ajout de filtre Lee noirs 
selon les besoins et mesurées avec la sonde PAR scalaire US-SQS/L (Waltz, Allemagne) 
branchée à la console Light meter LI-250A (LI-COR, USA). Les éclairements sélectionnés ont 
été 10, 25, 50, 100, 200 et 500 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1. Les trois températures choisies (10, 
20 et 30 °C) ont été contrôlées par des systèmes de chauffage et de refroidissement 
indépendants. Un seul réplica a été utilisé par souche pour une même température et un même 
éclairage. Aucune agitation ni aération n’a été utilisée dans cette expérience. La Figure 5-11 
présente le montage expérimental utilisé. 
 
 
Figure 5-11 Montage expérimental utilisé pour l’expérience de caractérisation des 
souches. Six blocs d’aluminium refroidis ou chauffés contenant chacun douze puits dans 
lesquels l’éclairement a été ajusté séparément. 
 
Les cultures de 7,5 mL ont été maintenues dans des cuvettes rondes en verre de 8 mL avec un 
bouchon de plastique laissé entre-ouvert. Toutes les cultures ont été inoculées pour avoir 
environ 50 g/L de Chla. La concentration de cellules dans les cuvettes a été maintenue 
environ entre 50-300 g/L de Chla, afin de conserver les cellules dans leur phase 
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exponentielle constante. Les cellules ont été suivies pendant 20 jours afin d’avoir plusieurs 
mesures de croissance. 
5.1.2 Mesure de la fluorescence 
La mesure de fluorescence a été prise quotidiennement pour chaque culture, afin de déterminer 
si une dilution était nécessaire pour maintenir la culture dans les densités souhaitées. La 
culture était ensuite diluée dans une nouvelle cuvette propre et remise dans le montage. La 
lecture de la fluorescence était toujours faite immédiatement après que la culture soit sortie du 
montage, afin que les cellules soient toujours dans le même état physiologique. 
L’appareil utilisé pour mesurer la fluorescence a été un fluorimètre maison fabriqué à l’aide 
d’un multimètre et de capteurs optiques. La Figure 5-12 suivante présente l’appareil en 
question. 
 
 
Figure 5-12 Fluorimètre maison ayant permis de faire le suivi de la croissance pour 
l’expérience de caractérisation 
 
Le fluorimètre maison conçu est basé sur le principe de la fluorescence. Les algues absorbent 
les longueurs d’ondes correspondant au bleu (470 nm) émis par la del et émettent dans le 
rouge (680 nm). C’est l’émission dans le rouge qui est mesurée et convertit en mesure de 
tension. 
Afin de valider les résultats de l’appareil maison, les mesures de courant lues sur le multimètre 
ont été corrélées avec des mesures de chla obtenues avec une autre méthode. Les résultats de 
cette calibration se sont avérés concluants et sont présentés en annexe 1. 
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5.1.3 Calcul du taux de croissance 
Afin d’annuler l’erreur sur le multimètre observée lorsque le capteur optique était plus ou 
moins chaud, la valeur correspondant au bruit de fond était notée avant chacune des mesures. 
La valeur de tension conservée pour les calculs était donc la différence entre la mesure sur 
l’échantillon et la valeur du bruit de fond. Lorsqu’une dilution était réalisée, la nouvelle 
concentration était déduite à partir de la valeur initiale de tension et du taux de dilution utilisé. 
Les taux de croissance ont finalement été calculés pour chaque jour n selon l’Équation 5-1: 
 
  (
                    
                     
)
         
                                                Équation 5-1 
 
Ensuite, la moyenne des taux de croissance obtenus en plusieurs réplicas pour une même 
culture et l’écart-type entre eux ont été utilisés pour produire les graphiques (Figure 5-14 et 
Figure 5-15). 
5.1.4 Culture dans le photobioréacteur de 3 L 
La souche CPCC90 a été utilisée pour faire des essais à plus grande échelle dans un 
photobioréacteur de 3 L thermostaté. L’agitation a été maintenue constante avec un barreau 
magnétique. Aucune aération n’a été injectée en cours de culture. La culture a été maintenue à 
20 °C avec un éclairage externe composé de trois petits néons fournissant environ 
500 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1. Le système d’éclairage est présenté à la Figure 5-13. Le milieu 
de culture utilisé était le milieu BBM avec 30 % d’eau usée. 
 
 
Figure 5-13 Système d’éclairage du bécher thermostaté de 3 L 
56 
 
 
Le suivi de la croissance s’est fait avec un comptage cellulaire quotidien avec le Coulter 
counter (Beckman), selon la méthode présentée dans la section 4.1.2 de ce document. Les taux 
de croissance ont été calculés selon la méthode graphique détaillée dans la section 4.1.3.  
5.2 Présentation et analyse des résultats 
Les meilleurs taux de croissance pour CPCC90 ont été obtenus à 20 °C. Dans les deux milieux 
(Figure 5-14) les meilleures performances de croissance sont effectivement mesurées à cette 
température, et ce, à partir de 50 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1. Les moins bonnes performances de 
croissance ont été mesurées à 30 °C, où aucune croissance n’a pu être mesurée à aucun niveau 
d’éclairement dans le milieu BBM. Dans le milieu avec l’eau usée, une croissance a été 
détectée à partir de 100 mol photons ∙ m-2 ∙ s-1 uniquement. À 10 °C, une croissance a été 
possible à tous les éclairements et pour les deux milieux. Cependant, la croissance à cette 
température est inférieure à celle mesurée à 20 °C, particulièrement aux éclairements plus 
élevés. L’atteinte des plateaux de croissance semble se situer autour de 100 mol photons ∙ m-
2
 ∙ s-1 à une température de 10 °C et à 200 mol photons ∙ m-2 ∙ s-1, ou possiblement à plus, à 
20 °C. 
 
 
Figure 5-14 Résultats des taux de croissance moyens de CPCC90 dans chacun des 
milieux aux différentes températures 
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Pour les éclairements inférieurs à 200mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1, il est difficile d’isoler l’effet 
de la température puisque les écart-types se chevauchent, ce qui donne des valeurs de 
croissance similaires pour une même température. Le seul effet positif du milieu BBM 30 % 
est observable à 30 °C, où la croissance a été possible dans celui-ci et non dans le milieu BBM 
et à un fort éclairement à 20 °C. 
Pour MA2H6 (Figure 5-15), il n’y avait pas de différence entre les taux de croissance à 20 °C 
et 30 °C, et ce, pour tous les éclairements et dans les deux milieux. À 10 °C, les taux de 
croissance sont légèrement inférieurs, principalement à des éclairements supérieurs ou égaux à 
100 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1. Les plateaux de croissance sont atteints autour de 
100 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1 à 10 °C et de 200 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1 20 °C. À 30 °C, 
aucune stabilisation n’est observée avant 500 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1. 
 
 
Figure 5-15 Résultats des taux de croissance moyens de MA2H6 dans des milieux à 
différentes températures 
 
Les écart-types pour MA2H6 sont plus grands que pour CPCC90, ce qui rend donc les 
conclusions moins claires pour MA2H6. Il est plus difficile d’isoler l’effet de la température 
sur le taux de croissance obtenu, particulièrement pour les éclairements plus faibles à 20°C et 
30°C. Toutefois, il est possible d’observer que la croissance est plus difficile à 10 °C pour les 
deux milieux et que le milieu avec BBM à 10 °C montre des taux de croissance très faibles. 
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Dans le volume de 3 L avec CPCC90 et aux conditions idéales identifiées avec les essais 
précédents, soit à 20 °C avec un éclairement de 500 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1, la croissance 
moyenne obtenue a été de 1,12 ± 0,11 jr
-1
. En comparant avec la courbe de croissance à 20 °C 
en milieu BBM 30 % d’eau usée présentée dans la Figure 5-14, il est possible de remarquer 
que le taux de croissance calculé dans le plus grand volume à 500 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1 
s’insère quelque part entre les valeurs de 200 et 500 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1. Ce qui permet 
de valider les résultats obtenus dans la phase de caractérisation en petit volume. Cette valeur 
porte également à croire que le plateau de croissance dans le milieu à 30 % d’eau usée pour 
cette souche s’atteindrait autour de 300 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1. 
5.3 Discussion et conclusions intermédiaires 
Pour chacune des souches testées, il a été possible d’obtenir des profils à peu près 
exponentiels, comme il était attendu, sauf à 30 °C où CPCC90 avec 30 % d’eau usée n’a pu 
croître. D’ailleurs, cette absence de croissance a été validée à l’aide de trois essais différents 
de culture, durant lesquels aucune croissance n’a été observée à chaque fois. 
Pour la souche CPCC90, il est possible de comparer les résultats de croissance obtenus pour la 
caractérisation avec ceux des algues produites dans le bioréacteur de 3 L et ceux présentés 
dans le chapitre 4 à 30 % d’eau usée à température ambiante (22 °C). La comparaison est 
présentée dans le Tableau 5-5. 
 
Tableau 5-5 Comparaison des résultats de croissance de CPCC90 dans le BBM 30 % 
d’eau usée obtenus dans diverses expériences 
Expérience 
Température 
(°C) 
Éclairement 
(mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1) 
Taux de 
croissance (jr
-1
) 
Exp. Chapitre 5 
20 200 0,89 ± 0,09 
20 500 1,35 ± 0,16 
3 L 20 500 1,12 ± 0,11 
Exp. Chapitre 4 22 ± 1 350-400 1,31 ± 0,07 
 
On peut remarquer que les résultats des différentes expériences sont comparables, ce qui 
permet de croire que les résultats obtenus dans les petits volumes de 8 mL sont valides. Les 
différences observées entre les résultats de cette expérience et ceux de l’expérience précédente 
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pour le milieu BBM sans eau usée s’explique par la différence dans la composition du milieu. 
L’ajout des vitamines a eu un effet positif sur la croissance dans le milieu BBM. On peut 
également confirmer, comme il avait été souligné précédemment, que le plateau de croissance 
se situerait autour de 300-400 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1. Pour cette souche, la température 
idéale de croissance, parmi les températures testées, se situerait entre 20-25 °C, selon les 
expériences qui ont été réalisées dans cette étude. Pour la souche MA2H6, la température 
idéale pourrait plutôt se situer autour de 25-30 °C, encore une fois, selon les expériences 
menées. 
En théorie, le début de la saturation augmente avec la température. Plus la température est 
élevée, plus l’éclairement correspondant à la saturation ou au plateau de croissance augmente 
[Huner et al., 1998]. C’est ce qui est observé sur les courbes des deux souches. Le plateau est 
effectivement atteint plus rapidement à 10 °C qu’à 30 °C, ce qui correspond à ce qui était 
théoriquement attendu. 
Lorsqu’on compare les croissances en fonction des milieux de culture utilisés, il est difficile 
de conclure à une différence significative. Il semble que la température ait une plus grande 
influence sur la croissance que le milieu de culture à température idéale. L’effet du milieu est 
plus clair lorsque les conditions de températures sont moins bonnes, par exemple à 30°C dans 
le cas de CPCC90.  
Il faut noter que la comparaison entre les deux milieux n’est pas tout à fait exacte, considérant 
les différences d’éclairement réelles auxquelles les microalgues étaient soumises dans les deux 
milieux. La couleur foncée de l’eau usée a diminué la valeur réelle d’éclairement, ce qui porte 
à croire que les taux de croissance dans le milieu avec l’eau usée pourraient être plus élevés 
que ceux identifiés pour chacun des éclairements. En effet, les éclairements considérés pour 
les graphiques étaient ceux fournis par les fluorescents et non ceux mesurés dans les milieux. 
Il est donc fort probable que la souche CPCC90 puisse bénéficier de la présence de l’eau usée. 
Il est connu que les processus photosynthétiques sont affectés lorsque la température n’est pas 
idéale, alors il est possible de croire qu’aux températures non-idéales pour la photosynthèse, 
CPCC90 peut utiliser un autre processus biochimique pour puiser sa source de carbone. Le 
milieu avec l’eau usée est riche en carbone, ce qui pourrait permettre à CPCC90 de soutenir 
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une croissance dans le cas où la photosynthèse est plus difficile. Chlorella vulgaris est connue 
comme étant une espèce capable de croître en hétérotrophie [Liang et al., 2009]. 
Les conclusions sont moins convaincantes pour MA2H6 pour ce qui est l’ajout d’eau usée. 
Ces résultats ne sont toutefois par surprenants, puisqu’ils reflètent ce qui avait été rapporté au 
Chapitre 4, à savoir que la souche MA2H6 supporte moins bien l’ajout d’eau usée.  
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CHAPITRE 6  EFFET DE LA PRÉSENCE DE PHÉNOL 
 
6.1 Méthodologie 
Les essais sur le phénol ont été divisés en deux sections, à savoir l’analyse de l’effet du phénol 
sur la croissance et la concentration maximale pouvant être tolérée, suivi de la détermination 
de la capacité de retrait du phénol par les microalgues. La première expérience allait permettre 
de déterminer le niveau de toxicité de ce composé sur les microalgues, alors que la seconde 
allait permettre d’évaluer le potentiel d’utilisation des microalgues pour le traitement de l’eau 
usée. 
6.1.1 Conditions de culture 
Les cultures de 200 mL ont été maintenues à une température de 22 ± 1 °C et exposées à un 
éclairement de 300-350 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1. Des bouteilles de culture en verre de 
250 mL ont été utilisées dans ce cas-ci, afin que les analyses du phénol ne soient pas biaisées 
par l’adsorption possible du phénol sur les parois d’un contenant en plastique. Aucune 
agitation ni aération n’a été utilisée pour l’expérience. Le milieu BBM était fabriqué en 
remplaçant un volume approprié d’eau milli-Q par une solution mère de phénol (C6H6O) à 
2000 ppm, afin d’obtenir les concentrations souhaitées. Les concentrations testées, soient entre 
20 ppm et 500 ppm, correspondent aux concentrations retrouvées dans un milieu à 30 % d’eau 
usée (20 ppm) et à une concentration légèrement supérieure à la concentration théorique à 
laquelle le phénol devient toxique pour les algues (500 ppm). 
6.1.2 Suivi de la croissance 
Des échantillons de 1 mL étaient prélevés quotidiennement et l’extraction de la chla était 
réalisée sur 200 L d’échantillon, selon la méthode présentée au Chapitre 4 (Méthode 
CHL A NA, Turner Designs, USA). Les taux de croissance ont été calculés avec la méthode 
graphique présentée au chaptire 4. 
6.1.3 Mesure du phénol 
Deux méthodes ont été utilisées pour quantifier le phénol dans le milieu, à savoir la méthode 
colorimétrique proposée par la compagnie HACH (Method 8047, phenols, HACH, USA) et 
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une méthode au HPLC (Waters, USA) sur colonne Eclipse Plus C18 (Agilent Technologies, 
USA). 
La méthode colorimétrique nécessitait une dilution des échantillons pour entrer dans 
l’intervalle de détection de la méthode, ce qui assurait par le fait même que la couleur foncée 
de l’eau n’affecte pas les lectures. Cette méthode était utilisée principalement à titre indicatif, 
afin d’identifier les grands écarts de concentration, même si une calibration préliminaire avait 
permis de valider la pertinence de cette méthode. 
La méthode au HPLC est une méthode développée pour la mesure de monomères de lignine. 
Les spécifications exactes de la colonne sont présentées dans le Tableau 6-6. 
 
Tableau 6-6 Spécifications de la méthode de mesure des phénols au HPLC. 
Spécifications 
Colonne:  Agilent Eclipse Plus C18 (3,5 m, 4,6 x 100 mm) 
(PN 959961-902, SN USUXR07609, LN 811299) 
HPLC: Waters 2695 separation module  
Détecteur:  Waters 996 Photodiode array detector (UV) 
T° colonne: 30 °C  
Taux d’écoulement: 0,5 mL/min  
Vol. d‘injection 0,5 L/injection 
Solvants: Eau + Acetonitrile (gradient) 
Temps: 84 mins  
Longueurs d’ondes 221,5 nm 
Nom de la méthode: 2014 C18 mon T7 6 
 
6.2 Présentation et analyse des résultats 
L’ajout de phénol dans un milieu de culture pauvre en carbone comme le BBM semble avoir 
un Figure 6-16 qu’une amélioration est déjà visible à 20 ppm par rapport au milieu BBM. À 
partir de 40 ppm de phénol, la croissance des microalgues est grandement augmentée. Des 
taux croissances de plus de 1 jr
-1
 sont obtenus comparativement à une croissance de 0,23 dans 
le milieu BBM standard (sans carbone ajouté). À partir de 400 ppm, la croissance diminue de 
près de 50 % par rapport aux meilleures performances, tandis qu’à 500 ppm, la croissance est 
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difficile. La concentration limite en phénol se situerait donc quelque part entre 400 et 
500 ppm. 
 
 
Figure 6-16 Croissance de CPCC90 dans un milieu BBM contenant différentes 
concentrations de phénol 
 
Dans une autre expérience (voir Figure 6-17), divers milieux BBM ont été comparés. Les 
milieux avec 20 ppm de phénol et ceux avec de l’eau usée ont présenté des taux de croissance 
maximaux plus élevés que le milieu BBM standard. Il est donc possible de penser que dans 
ces concentrations, les ajouts de carbone au milieu BBM permettent d’améliorer 
significativement la croissance. 
 
 
Figure 6-17 Comparaison de la croissance de CPCC90 dans différents milieux de culture 
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Pour les mesures de retrait du phénol, des résultats étonnants ont été obtenus. En effet, avec 
les deux méthodes de mesures utilisées, un retrait du phénol a été observé même dans les 
milieux blancs sans microalgues. Dans une première expérience réalisée sur sept jours, les 
pourcentages massiques de retrait du phénol dans les blancs, mesurés avec la méthode 
colorimétrique, ont été de 99,91 % et 69,78 % pour les milieux BBM phénol et BBM 30 % 
d’eau usée respectivement. Avec les algues, il a été possible d’atteindre des pourcentages de 
retrait pour ces mêmes milieux de 100 %.  
Pour les blancs BBM avec 30 % d’eau usée, le taux de disparition moyen se situe autour de 
65 %, ce qui correspond à la proportion de phénol qui se retrouve dans l’eau usée. Puisque les 
microalgues ont présenté des pourcentages de disparition plus élevés que 65 %, ce fait pourrait 
laisser croire que le phénol disparaît possiblement sans nécessiter la présence des algues et que 
les composés plus gros, comme les phénols chlorés, pourraient avoir été retirés par les algues. 
Des mesures ont par la suite été réalisées au HPLC afin de vérifier si le milieu BBM était la 
source du retrait ou si le milieu interférait avec la méthode colorimétrique dû à la présence 
d’ions de chlore (effet interférant reconnu dans la méthode). Un milieu BBM avec phénol a été 
comparé avec une eau milli-Q complémentée avec la même concentration de phénol. Les 
mesures réalisées sur sept jours ont permis de démontrer que le phénol disparaissait 
complètement du milieu BBM et que la concentration restait intacte dans l’eau milli-Q. La 
concentration de phénol mesurée dans le milieu BBM était nulle au 5
e
 jour. Il a également été 
conclu que la réaction qui se produit dans le BBM n’est pas photorégulée, puisque même dans 
le noir, le phénol disparaissait au même rythme qu’à la lumière dans le milieu BBM et restait 
intact dans l’eau milli-Q à la noirceur. 
Il a donc été impossible d’établir de façon exacte la contribution des microalgues sur la 
disparition des composés phénoliques, puisqu’il était difficile de l’isoler par rapport à l’effet 
des minéraux du milieu de culture. 
Afin de tenter d’expliquer l’origine de la disparition du phénol dans le milieu BBM, des 
solutions de phénol ont été préparées et certains minéraux (ceux normalement ajoutés dans le 
milieu BBM) ont été retirés à tour de rôle. De cette façon, il semblait possible d’identifier 
quels minéraux pouvaient avoir un impact sur le retrait du phénol. Les résultats sont présentés 
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dans le Tableau 6-7. En regardant ces résultats, il est possible de constater que le EDTA, le 
H3BO3, le NaCl et le NaNO3, même lorsqu’ils sont retirés du milieu, n’empêchent pas le 
phénomène de dégradation. Le MgSO4, le CaCl2, le PO4 et le FeSO4 ont un impact lorsqu’ils 
sont retirés individuellement, puisque les pourcentages de retrait dans ces cas-ci ont diminué. 
La seule solution dont l’absence a complètement empêcher le retrait du phénol du milieu de 
culture est la solution de métaux. Il est donc possible de penser qu’il y a un effet combiné de 
plusieurs minéraux sur le retrait du phénol ou qu’un des métaux (ZnSO4, CuSO4, MnCl2, 
MoO3, Co(NO3)2) soit responsable du phénomène et que l’absence de certains autres 
substances (MgSO4, CaCl2, PO4 où FeSO4) réduise l’efficacité de retrait de celui-ci. 
 
Tableau 6-7 Résultats des mesures de phénol obtenues au HPLC sur différentes solutions 
de phénol 
Solution 
[Initiale] 
(mg/L) 
[après 9 jours] 
(mg/L) 
Différence % restant 
BBM - NaNO3
1 51 0 51 0% 
BBM - MgSO4 51 41 10 80% 
BBM - NaCl 51 0 51 0% 
BBM - CaCl2 51 35 16 69% 
BBM - PO4 49 41 8 84% 
BBM - FeSO4 51 44 7 86% 
BBM - H3BO3 44 0 44 0% 
BBM - EDTA 44 0 44 0% 
BBM – Métaux 42 42 0 100% 
BBM complet 43 0 43 0% 
1
 BBM-NaNO3 signifie que le milieu BBM complet a été préparé mais sans le NaNO3 
 
Afin de valider la présence de complexes métaux-phénol pour expliquer la disparition du 
phénol, des solutions préparées avec de l’eau milli-Q, une solution mère de phénol et divers 
métaux du milieu BBM ont été passées au spectrophotomètre UV-VIS (Ultrospec® 3000, 
Biochrom, Royaume-Unis) dans le spectre des UVs (entre 200 et 400 nm). Le phénol a été mis 
en contact de façon indépendante avec chacun des métaux et mis dans un milieu BBM 
standard afin d’observer les effets. Un milieu BBM avec de l’eau usée a également été 
analysé. Les résultats sont présentés dans la Figure 6-18 et la Figure 6-19. 
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Figure 6-18 Mesure de l’absorbance dans différentes solutions de minéraux avec phénol 
après 7 jours d’incubation à température pièce 
 
 
Figure 6-19 Mesure de l’absorbance sur des milieux de culture avec phénol et eau usée 
 
Le pic observé à 270 nm correspond au pic d’absorption de la molécule de phénol. Dans la 
Figure 6-18, aucune modification notable de la courbe n’est visible pour aucun des minéraux 
testés indépendamment en comparaison avec la solution de phénol seule (blanc). Par contre, 
sur la Figure 6-19 il est possible de remarquer que le pic visible à 270 nm disparait dans les 
milieux BBM dès le 3
e
 jour d’incubation. Ceci porte donc à croire qu’il n’y a pas d’effet 
unique pour un métal en particulier, mais qu’il pourrait s’agir d’une synergie entre plusieurs 
(complexes mixtes). Toutefois, les résultats ne permettent pas d’assumer qu’ils sont totalement 
absents. 
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6.3 Discussion et conclusions intermédiaires 
Dans un premier temps, la concentration limite de phénol que peut tolérer Chlorella vulgaris a 
été identifiée dans cette étude à environ 400 ppm. Cette valeur est tout à fait cohérente avec 
celle qui est retrouvée dans la littérature, comme il a été mentionné précédemment [Olivier et 
al., 2003]. Son effet bénéfique sur la croissance dans un milieu pauvre en carbone organique 
n’est pas non plus surprenant [Semple et Cain, 1996]. Malgré qu’il y ait une certaine 
croissance observée à 400 ppm, dès que l’ajout de phénol atteint 100 ppm et 200 ppm, les 
résultats de croissance obtenus chutent de près de 40 et 30%, ce qui permet de stipuler que le 
phénol aurait déjà un potentiel toxique à partir de ces concentrations. Afin de tirer des 
conclusions plus sûres par rapport à la concentration maximale, il serait conseillé de refaire 
quelques essais avec plus de réplicas. 
La comparaison entre les différents milieux de culture BBM avec les ajouts de phénol et de 
30 % d’eau usée démontre l’effet bénéfique de ces sources de carbone sur la croissance des 
microalgues. 
Pour la disparition du phénol dans le milieu BBM, la première hypothèse soulevée pour 
expliquer sa disparition est l’effet d’oxydation catalytique sur les cycles phénoliques de ces 
métaux bivalents [Gianfreda et al., 2006][Mohammed A. A., 2013]. Avec les résultats 
présentés précédemment dans le Tableau 6-7, il semble que l’oxydation puisse expliquer ce 
phénomène. Les métaux bivalents ajoutés dans le milieu pourraient donc jouer leur rôle 
d’oxydation et possiblement rendre disponible le carbone du cycle phénolique. Il restera donc 
dans le futur à tenter d’expliquer plus en détails ce phénomène afin de lier le rôle de ces 
minéraux à l’utilisation du phénol comme source de carbone par les microalgues. 
L’autre hypothèse émise était que des complexes pouvaient se former entre le phénol et les 
métaux présents dans le milieu de culture. En effet, il a été démontré, par exemple, dans la 
littérature, que les ions bivalents, entre autres Fe(II), Cu(II) et Zn(II), peuvent former des 
complexes avec des composés phénoliques [Karamaé, 2009] [Ambrosi et al., 2008]. Ces ions 
sont présents dans le milieu BBM. Toutefois, aux longueurs d’ondes testées, qui ont été 
limitées par la capacité de l’appareil utilisé, il semble peu probable qu’il y ait formation de tels 
complexes dans ce cas-ci. 
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Des tests bactériens de base sur pétris ont été réalisés afin de vérifier la possible présence de 
bactéries pouvant expliquer la disparition du phénol. Les résultats obtenus sur milieu agar 
simple n’ont pas permis d’en détecter.   
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CHAPITRE 7  OPTIMISATION DE LA 
CONCENTRATION D’EAU USÉE 
 
7.1 Méthodologie 
Afin de tenter d’augmenter la concentration d’eau usée dans le milieu, quelques traitements 
préalables sur l’eau usée filtrée ont été testés. Pour chacun des traitements, le volume d’eau 
traitée était toujours de 1000 mL. Comme mentionné précédemment, les types de traitements 
testés ont été le bullage à l’air, le bullage au CO2, le bullage à l’ozone et l’exposition aux 
ultraviolets. Chacun des traitements a été réalisé sur l’eau usée entière, avant que les milieux 
de cultures ne soient préparés. Les volumes d’eau traitée nécessaires pour fabriquer les 
milieux de culture étaient prélevés après traitement et les minéraux manquants étaient alors 
ajoutés pour compléter le milieu BBM. Le détail des méthodes et des appareils utilisés pour 
chacun des traitements est présenté en annexe 1. 
Les cultures de 200 mL ont été maintenues à 22 ± 1 °C dans des bouteilles de verre de 
250 mL. Aucune agitation ni aération complémentaire n’ont été utilisées durant toute la durée 
de la culture. Un éclairage de 300-350 mol ∙ photons ∙ m-2 ∙ s-1 était fourni. Les cultures ont 
été faites en dupliqua pour une même souche, avec une même eau traitée. Le suivi de la 
croissance des cultures a été fait par la mesure de la concentration de chla selon la méthode 
présentée dans le chapitre 4. Les cultures ont été inoculées à environ 50 g chla/L et ont été 
arrêtées à l’atteinte d’une décroissance.  
7.2 Présentation et analyse résultats 
Les traitements ont eu chacun des effets distincts sur la croissance des microalgues, tel que le 
démontrent les figures 7-20, 7-21 et 7-22. 
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Figure 7-20 Compilation des résultats de croissance spécifique de CPCC90 dans des 
milieux BBM avec différentes concentrations d'eau usée traitée 
 
 
Figure 7-21 Compilation des résultats de croissance spécifique de MA2H6 dans des 
milieux BBM avec différentes concentrations d'eau usée traitée 
 
 
Figure 7-22 Compilation des résultats de croissance spécifique de PCH25 dans des 
milieux BBM avec différentes concentrations d'eau usée traitée 
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Les résultats sont semblables pour toutes les souches. L’ozone et l’UV ont eu un effet négatif 
notable sur la croissance des trois souches comparativement à tous les autres traitements. 
L’injection d’air n’a pas eu d’effet positif observable pour la majorité des souches à des 
concentrations d’eau usée inférieure à 40 %. La croissance n’était pas différente de celle 
obtenue dans les milieux sans traitement. Il semble même que l’air, dans certain cas, à des 
concentrations d’eau usée plus élevées, ait un effet négatif. Le seul traitement qui a permis 
d’augmenter les performances de croissance pour deux souches (CPCC90 et MA2H6) est le 
traitement au CO2. L’effet bénéfique du CO2 est plus marqué à des concentrations supérieures 
ou également à 40%. Cependant, même si la croissance est plus élevée, il est possible 
d’observer la même tendance que dans l’eau non traité, à savoir que la concentration 
maximale utilisable dans le milieu est toujours 50 %.  
La mesure des pH après le traitement indiquait que le CO2, sans surprise, acidifiait le milieu de 
culture. L’eau usée traitée au CO2 atteignait 6,70 alors que l’eau usée non traitée avait plutôt 
un pH de 8,53, pH qui était identique à celui de l’eau aérée et de l’eau traitée aux UVs. Afin 
de vérifier si le pH avait pu à lui seul influer sur les performances de croissance, des essais 
avec CPCC90 et MA2H6 ont été réalisés, afin de comparer des milieux traités au CO2 avec 
des milieux acidifiés au HCl 10 %. Les milieux traités au HCl ont été ajusté au même pH que 
le milieu traité au CO2, afin de pouvoir bien isoler l’effet du pH. Les résultats obtenus pour 
CPCC90 sont présentés dans la Figure 7-23. 
 
 
Figure 7-23 Évaluation de l’effet du pH sur la croissance de CPCC90 dans différents 
milieux de culture 
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De la même façon, le pH initial seul ne semble pas affecter la croissance, mais le traitement au 
CO2 affecte positivement la croissance pour chacun des milieux. D’ailleurs, le CO2 a une 
influence positive encore plus importante sur les milieux BBM et BBM 20 ppm phénol que 
sur le milieu BBM 30 % eau usée. Les résultats obtenus pour MA2H6 ne sont pas présentés ici 
puisque les conclusions pouvant être tirées étaient similaires à ceux de CPCC90 (voir 
annexe 2). 
7.3 Discussion et conclusions intermédiaires 
Dans le cas de l’ozone, il est étonnant que celui-ci n’ait pas diminué la toxicité, puisqu’il est 
un oxydant puissant et reconnu pour le traitement des composés aromatiques, des COVs et 
également pour le retrait de nombreux métaux. Il est entre autre très utilisé en réhabilitation 
des sols contaminés [Schwartz, 2002]. Il est peu probable que l’ozone résiduel soit 
responsable de l’effet toxique, puisque l’ozone est très instable. De plus, l’eau usée a été aérée 
à l’O2 après le traitement afin de retirer l’excédent. Son temps de demi-vie est d’environ 
30 minutes lorsqu’il n’y a pas d’aération ni présence de composé à oxyder (Lenntech, Pays-
bas). En considérant la grande quantité de composés aromatiques divers dans l’eau usée, il est 
donc probable que la formation de composés intermédiaires plus toxiques ait affecté la 
croissance. L’utilisation d’un tel procédé demande un grand contrôle, comme il a été prouvé 
dans cet essai. Avec ces conclusions, le traitement à l’ozone ne serait pas un traitement 
conseillé pour le type d’eau usée, d’autant plus qu’il s’agit d’un procédé très énergivore. 
Les UVs, quant à eux, n’ont pas eu d’effet sur la croissance des algues. Il semble possible que 
la lampe utilisée n’ait pas été assez forte pour fournir des radiations en quantité suffisante pour 
dégrader certains des composés. Également, la couleur très foncée de l’eau limite l’efficacité 
d’un tel traitement. 
L’utilisation du CO2 comme traitement de l’eau semblait permettre d’améliorer les 
performances de croissance des différentes souches, et ce, jusqu’à une concentration d’eau 
usée de 50 %. Le traitement n’a donc pas pu rendre l’eau usée moins toxique pour les algues, 
ce qui invalide l’hypothèse que la diminution de la solubilité des composés phénolés en pH 
plus acide puisse être associée à la diminution de la toxicité sur les microorganismes. Les 
traitements au CO2 et à l’air ont tout de même permis de conclure que les composés 
responsables de la toxicité ne sont pas facilement volatilisables. 
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L’amélioration de la croissance par le CO2 pourrait plutôt s’expliquer par l’ajout de carbone 
complémentaire dans le milieu apporté sous forme gazeuse. Même si l’injection se fait avant 
même que les microalgues soient ajoutées dans le milieu, il est fort probable qu’une partie du 
carbone reste dans le milieu sous forme de carbonate, d’autant plus que le pH du milieu est 
autour de 7. Le pH joue un grand rôle sur la forme que prend le CO2 gazeux injecté en milieu 
aqueux, comme le suggère la Figure 7-24 suivante. 
 
 
Figure7- 24 Équilibre du CO2 /HCO3
-
/CO3
2-
 en fonction du pH [Becker, 1994] 
 
Le CO2 dans l’eau apparaît sous les formes présentées dans l’Équation 7-1 
 
 Équation 7-1 
 
La réaction présentée par l’Équation 7-2 se fait de façon presque instantanée, alors que la 
réaction inverse présentée par l’Équation 7-3 se fait beaucoup plus lentement. 
 
                                      Équation 7-2 
                                  Équation 7-3 
 
Ces équations pourraient expliquer le fait que le carbone puisse rester encore disponible dans 
le milieu pour les microalgues, même quelques heures après le traitement. Ces observations 
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pourraient donc proposer une nouvelle façon d’utiliser les rejets industriels de CO2. En effet, il 
serait donc possible d’injecter 100 % de CO2 dans un milieu avant d’y ajouter les microalgues, 
ce qui permettrait d’en faire une utilisation maximale et d’éviter l’effet toxique de celui-ci sur 
les microalgues lorsqu’il est ajouté en trop forte concentration. Il reste toutefois à faire les 
bilans de masse requis afin d’évaluer la quantité réelle de CO2 qui est incorporée dans le 
milieu aqueux et de valider la pertinence d’une telle utilisation. 
Finalement, afin de réduire la toxicité de l’eau, il serait probablement nécessaire de conserver 
un traitement chimique ou un traitement d’absorption en amont de la culture. Par exemple, des 
procédés chimiques de floculation ou une filtration au charbon activé, malgré leur coût, 
pourraient permettre d’augmenter la concentration d’eau usée utilisable comme substrat. Par 
contre, dans un tel cas, il faudrait réévaluer l’effet de ceux-ci sur la disponibilité en carbone 
organique avec de nouveaux tests de croissance et trouver une source de phosphore 
complémentaire afin de permettre une croissance. 
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CHAPITRE 8  CONCLUSIONS 
 
L’objectif de cette étude était de valider la faisabilité d’utiliser l’eau usée industrielle 
disponible comme substrat de culture pour la croissance de microalgues, et ce, dans une 
optique de production de biocarburants. Le projet a permis de conclure que le carbone contenu 
dans cette eau, principalement des composés aromatiques divers, peut soutenir 
convenablement la croissance algale. Le phénol, en particulier, semble être un composé 
carboné potentiellement utilisable, puisqu’il peut être présent dans le milieu jusqu’à des 
concentrations de 400 ppm avant d’affecter négativement la croissance. Toutefois, il s’est 
avéré que l’eau usée seule ne pouvait soutenir la croissance sans l’ajout de compléments en 
phosphore et en azote. Des réserves ont été soulevées par rapport à l’effet des métaux 
bivalents sur l’utilisation réelle mesurée des composés phénoliques par les microalgues. Des 
expérimentations complémentaires devraient être réalisées afin de pouvoir lier ces deux 
phénomènes. Les résultats permettent tout de même d’affirmer que l’eau usée pourrait être 
utilisée comme source de carbone complémentaire peu coûteuse pour la production de 
biomasse algale, mais qu’elle ne constitue pas un milieu de culture complet. Comme 
mentionné dans le document, il n’a pas été possible de vérifier le potentiel de valorisation de 
la biomasse pour la production de biocarburants. 
Les souches de microalgues identifiées comme les plus résistantes aux contaminants présents 
ont été principalement des souches de Chlorella. Elles ont permis d’obtenir des rendements de 
croissance et une concentration de biomasse, dans le cas de Chlorella vulgaris, de 0,84 g/L, ce 
qui se compare à ce qui est rapporté dans la littérature. Ces résultats pourront toutefois être 
optimisés en ajustant les paramètres de croissance, principalement l’éclairement, la 
température et l’amélioration de la composition du milieu. 
Finalement, les essais de traitement ont permis de soulever l’intérêt de l’ajout de CO2 gazeux, 
même en amont de la culture, qui s’est avéré une bonne façon d’augmenter les performances 
de croissance. Des expériences subséquentes plus élaborées pourraient permettre de valider 
avec certitude de quel façon le CO2 a pu influer sur la croissance cellulaire. Dans tous les cas, 
les conditions de culture idéales identifiées dans cette étude pour Chlorella vulgaris permettre 
de croire qu’il pourrait s’agir tout de même d’une candidate intéressante, puisqu’elle peut très 
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bien croître à des températures rencontrées à notre latitude, soient entre 10 °C et 30 °C, étant 
les températures testées dans cette étude. La disponibilité de chaleur résiduelle pourrait alors 
combler les écarts lors des températures hivernales plus basses. 
Dans tous les cas, les résultats présentés dans cette étude permettent d’orienter vers des voies à 
suivre et sur les futurs essais, mais ne constituent pas un fondement officiel pour des calculs 
de rendements. Le nombre d’analyses requis a limité le nombre de replicas réalisables et ne 
permet pas de confirmer les résultats sur une base statistique. L’étude a été limitée à 
l’utilisation de microalgues d’eau douce vertes non pré-acclimatées à l’eau usée testée. Il 
semblerait donc pertinent pour de futures études de se procurer des souches pré-acclimatées 
aux types de contaminants rencontrés, afin d’augmenter les rendements de production et de 
traitement. Dans le cas contraire, il serait pertinent d’évaluer l’aspect technico-économique de 
l’ajout d’un traitement d’eau en amont de la production de microalgues et qui pourrait 
permettre d’utiliser entièrement l’eau usée industrielle comme substrat de culture. Il serait 
aussi pertinent de rechercher des sources d’azote et de phosphore à bons prix afin de 
complémenter l’eau usée disponible, cette dernière ne pouvant pas répondre à la demande pour 
ces nutriments.  
 
  
77 
 
ANNEXE 1 – DÉTAILS SUR LA MÉHODOLOGIE 
A1.1 Calcul des taux de croissance (Chapitre 4) 
Comme expliqué dans la méthodologie du chapitre 4, il a été possible de corréler la 
concentration de chla mesurée avec la concentration de cellules pour les souches en phase 
exponentielle dans un milieu donné. Les résultats ont été recueillis lors de dilutions 
successives afin de maintenir les cellules dans le même état. Pour l’eau usée prélevée le 22 
mars 2014, les résultats pour les concentrations de 5 % et 10 % sont présentés dans la 
Figure A-25, la Figure A-26 et le Tableau A-8. 
 
Figure A-25 Graphique illustrant la relation linéaire entre la concentration de cellules et 
la concentration de chla pour les différentes souches dans un milieu BBM à 5 % d’eau 
usée prélevée le 22 mars 2013 
 
 
Figure A-26 Graphique illustrant la relation linéaire entre la concentration de cellules et 
la concentration de chla pour les différentes souches dans un milieu BBM à 10 % d’eau 
usée prélevée le 22 mars 2013 
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Tableau A-8 Valeurs correspondant aux courbes de tendance linéaires de la Figure A-25 
et la Figure A-26 
  5% d'eau usée 10% d'eau usée 
Souche 
Équation courbe 
de tendance 
R
2
 
Équation courbe 
de tendance 
R
2
 
CPCC90 y=3
E
+06x+5
E
+07 0,9393 y=7
E
+06x-2
E
+09 0,9001 
CPCC157 y=4
E
+06x+1
E
+08 0,9719 y=2
E
+07x-2
E
+09 0,7597 
JN15 y=900459x+1
E
+08 0,9269 y=3
E
+06x+5
E
+07 0,9756 
JN17 y=2
E
+06x-3
E
+08 0,9626 y=3
E
+07x-5
E
+08 0,7614 
JN36 y=3
E
+06x+8
E
+07 0,9365 y=4
E
+06x+3
E
+07 9260 
LB1H10 y=7
E
+06x-2
E
+08 0,9149 - - 
MA2H6 y=4
E
+06x-9
E
+08 0,9672 y=3
E
+06x-2
E
+08 0,9333 
PCH25 y=1
E
+06x+6
E
+08 0,9485 y=1
E
+06x+2
E
+08 0,9902 
 
Les résultats pour les cultures de CPCC90, MA2H6 et PCH25 dans le milieu BBM avec 30 % 
d’eau usée prélevée le 26 juin 2013 sont présentés dans la Figure A-27 et le Tableau A-9 
 
Figure A-27 Graphique illustrant la relation linéaire entre la concentration de cellules et 
la concentration de chla dans une culture de Chlorella vulgaris CPCC90 dans un milieu 
BBM à 30 % d’eau usée prélevée le 26 juin 2013 
 
Tableau A-9 Données relatives à la Figure A-27 
Souches Équation courbe de 
tendance 
R
2
 
CPCC90 y=850153x+6E+07 0,9429 
MA2H6 y=809174x+1E+07 0,9877 
PCH25 y=596201x+3E+08 0,9464 
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A1.2 Étalonnage du fluorimètre maison (Chapitre 5) 
Afin de relier la mesure du courant à une concentration de chla, des mesures de chla ont été 
faites en parallèle avec le Trilogy® Laboratory Fluorometer (Méthode CHL A NA, Turner 
Designs, USA). De cette façon, il a été possible de vérifier si la concentration de chla en 
fonction de la mesure de courant donnait une relation directement proportionnelle. La relation 
c’est avérée correcte, mais il semblait y avoir une légère déviation après 0,800 mV et les 
résultats semblaient moins constants à des concentrations de cellules plus élevées. Il était donc 
préférable de rester dans des concentrations inférieures à 0,800 mV, ce qui correspondait à une 
concentration de chla de 280 g chla/ L. La Figure A-28 présente l’observation. 
 
 
Figure A-28 Courbe d’étalonnage du fluorimètre maison avec la mesure de la chla avec 
une méthode d’extraction 
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A1.3 Méthodologie des traitements sur l’eau usée (chapitre 7) 
Aération avec l’air et avec le CO2 pur 
- Débit d’air/CO2 100 % : 0,15 L/min 
- Durée du traitement : 2 h 
- Volume d’air utilisé : 18 L 
- Manipulations : Le traitement a été fait dans un erlenmeyer de 1 L (système ouvert) 
avec une agitation constante au barreau magnétique, à température ambiante 
(20 ± 1°C) et sous la hotte. L’air/CO2 injecté dans la solution était préalablement filtré 
avec un filtre Whatman HEPA-VENT et le débit était contrôlé via une pompe 
d’aquarium Whisper® 100 5 W (Tetra, Allemagne). Après l’arrêt du traitement, l’eau 
était laissée 5-10 minutes au repos avant d’être utilisée pour fabriquer les milieux de 
culture. 
Bullage avec ozone 
- Modèle d’ozonateur : OZO-2VTTL (Ozomax, Canada), 0,1 KW 
- Débit d’ozone : 0,025 L/min 
- Durée du traitement : 1 h30 
- Volume théorique d’ozone utilisé : En considérant 4 % d’ozone théoriquement produit 
=> 90 mL d’ozone injecté, soit 1 mL/min. 
- Manipulations : Le traitement a été fait avec une agitation constante au barreau 
magnétique, à température ambiante (20 ± 1°C) et sous la hotte. L’ozone était injecté 
dans le milieu via un diffuseur improvisé avec une pipette pasteur. Après l’arrêt de 
l’ozonation, de l’oxygène pur a été bullé pendant 15 minutes dans l’eau pour retirer 
l’ozone résiduel. Ensuite, le contenant a été laissé ouvert 5 minutes puis fermé jusqu’à 
son utilisation quelques heures plus tard pour fabriquer le milieu de culture. 
Éclairage aux UVs 
- Modèle de lampe : Handheld UV lamp UVG-54 (Science company, USA) 
- Intensité d’éclairage : 6 W, 254 nm  
- Durée du traitement : 70 h 
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- Manipulations : Le traitement a été fait avec une agitation constante au barreau 
magnétique, à température ambiante (20 ± 1 °C) et sous la hotte.  
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ANNEXE 2 – DÉTAILS SUR LES RÉSULTATS 
 
A2.1 Concentration de cellules dans les cultures en eaux usées prélevées le 
22 mars 2013 (Chapitre 4) 
 
 
Figure A-29 Suivi de l’évolution de la concentration de cellules d’un réplica de culture 
pour chacune des souches en milieu BBM avec 5% (v/v) d’eau usée prélevée le 22 mars 
2013 
 
 
Figure A-30 Suivi de l’évolution de la concentration de cellules d’un réplica de culture 
pour chacune des souches en milieu BBM avec 10% (v/v) d’eau usée prélevée le 22 mars 
2013 
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A2.2 Optimisation de la concentration d’eau usée (Chapitre 7) 
Voici les résultats de croissance pour MA2H6 qui n’ont pas été présentés dans la section 7.2 
de ce document. 
 
Figure A-31 Évaluation de l’effet du pH sur la croissance de MA2H6 dans différents 
milieux de culture traités 
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